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Resumen 
En este proyecto se ha estudiado el encapsulamiento de bacteriófagos específicos del 
Staphylococcus aureus en scaffolds constituidos por microfibras coaxiales de dos polímeros 
biodegradables de diferentes hidrofobicidades: el polietilenglicol (PEG, hidrofílico) y el ácido 
poliláctico (PLA, hidrofóbico). Las fibras coaxiales se han obtenido mediante la técnica de 
electrospinning coaxial, la cual permite estructurar las fibras con un núcleo (core) y una cubierta 
(shell). El núcleo estará constituido por el polímero hidrofílico (PEG), donde se incorporarán los 
bacteriófagos, y la cubierta por el polímero hidrofóbico, PLA, o una mezcla de ambos polímeros, 
PLA+PEG. 
En primer lugar, se ha optimizado el núcleo y la cubierta de las fibras coaxiales por la técnica 
convencional. En segundo lugar, se ha optimizado las fibras coaxiales utilizando como punto de 
partida las condiciones del electrohilado uniaxial por electrospinning coaxial. Y, en tercer lugar, se 
ha preparado las fibras coaxiales como medio de encapsulamiento de los bacteriófagos. 
La optimización de las fibras coaxiales, con y sin fagos incorporados, se ha realizado mediante 
microscopia óptica (OM) y el análisis de la morfología y de los diámetros por microscopia electrónica 
de barrido (SEM). También, se ha estudiado la estabilidad de las matrices, con y sin fagos, después 
de sumergirlas en agua y eliminar el PEG (polímero de sacrificio) de las fibras. Los cambios 
morfológicos y del diámetro de las fibras se han observado y obtenido mediante SEM y el análisis 
cualitativo de la perdida de PEG mediante FTIR. Finalmente, se ha evaluado la liberación de los 
fagos, desde las matrices, a diferentes horas y la inhibición que provocan en el crecimiento 
bacteriano al ponerlas en contacto con un caldo de cultivo.  
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Resum 
En aquest projecte s’ha estudiat l’encapsulament de bacteriòfags específics del Staphylococcus 
aureus en scaffolds constituïts per microfibres coaxials de dos polímers biodegradables de diferents 
hidrofobicitats: el polietilenglicol (PEG, hidrofílic) i l’àcid polilàctic (PLA; hidrofòbic). Les fibres 
coaxials s’han obtingut mitjançant la tècnica de electrospinning coaxial, la qual permet estructurar 
les fibres amb un nucli (core) y una coberta (shell). El nucli estarà constituït pel polímer hidrofílic 
(PEG), on s’incorporaran els bacteriòfags, i la coberta pel polímer hidrofòbic, PLA, o una mescla 
d’ambdós polímers, PLA+PEG. 
En primer lloc,  s’ha optimitzat el nucli i la coberta de les fibres coaxials per la tècnica convencional. 
En segon lloc, s’ha optimitzat les fibres coaxials utilitzant com a punt de partida les condiciones de 
l’electrohilat uniaxial per electrospinning coaxial. I, en tercer lloc, s’han preparat les fibres coaxials 
com a medi d’encapsulament dels bacteriòfags. 
L’optimització de les fibres coaxial, amb i sense bacteriòfags incorporats, s’ha realitzat mitjançant 
microscòpia òptica (OM) i l’anàlisi morfològic i dels diàmetres per microscòpia electrònica 
d’escombrat (SEM). També, s’ha estudiat l’estabilitat de les matrius, amb i sense bacteriòfags, 
després de submergir-les en aigua i eliminar el PEG (polímer de sacrifici) de les fibres. Els canvis 
morfològics i del diàmetre de les fibres s’han observat i obtingut mitjançant SEM i l’anàlisi qualitatiu 
de la pèrdua de PEG mitjançant FTIR. Finalment, s’ha avaluat l’alliberació de bacteriòfags, des de 
les matrius, a diferents hores i la inhibició que provoquen en el creixement bacterià al posar-les en 
contacte amb un brou de cultiu. 
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Abstract 
In this project the encapsulation of specific bacteriophages of Staphylococcus aureus has been 
studied in scaffolds constituted by coaxial microfibers of two biodegradable polymers of different 
hydrophobicities: poly(ethylene glycol) (PEG, hydrophilic) and polylactide (PLA, hydrophobic). The 
coaxial fibers have been obtained through the coaxial electrospinning technique, which allows to 
structure the fibers with a core and a shell. The core will be constituted by the hydrophilic polymer 
(PEG), where the bacteriophages will be incorporated, and the shell by the hydrophobic polymer, 
PLA, or a mixture of both polymers, PLA+PEG. 
First of all, the core and the cover of the coaxial fibers have been optimized by the conventional 
technique. Secondly, the coaxial fibers have been optimized by coaxial electrospinning, where the 
conditions of the uniaxial electrospinning have been used as a starting point. And third, the coaxial 
fibers have been prepared as the encapsulation medium of the bacteriophages. 
The optimization of the coaxial fibers, with and without incorporated phage, has been carried out 
by optical microscopy (OM) and the analysis of the morphology and diameters by scanning electron 
microscopy (SEM). Also, the stability of the scaffolds, with and without phages, has been studied 
after immersing them in water and removing the PEG (sacrificial polymer) from the fibers. The 
morphological and fiber diameter changes have been observed and obtained by SEM and the 
qualitative analysis of PEG loss by FTIR. Finally, the release of the phages from the scaffolds at 
different times and the inhibition that they caused in the bacterial growth when being put in contact 
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DPLA: Ácido poli-D-láctico 
DLPLA: Ácido poli-DL-láctico 
FTIR: Espectroscopia de Infrarrojo de Transformada de Fourier 
LPLA: Ácido poli-L-láctico  
OM: Microscopia Óptica 
PBS: Tampón fosfato salino 
PLA: Ácido poliláctico 
PEG: Polietilenglicol 
SEM: Microscopia Electrónica de Barrido 
TFG: Trabajo final de grado 
UCR: Unidad constitucional repetida 
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1. Objetivos 
1.1. Objetivo general del trabajo 
El objetivo general de este Trabajo Final de Grado ha sido la obtención de matrices constituidas por 
fibras coaxiales de material polimérico mediante la técnica de electrospinnig coaxial. El núcleo de las 
fibras coaxiales estará compuesto de polietilenglicol (PEG, polímero hidrofílico), y la cubierta de ácido 
poliláctico (PLA, polímero hidrofóbico) o una mezcla de ambos polímeros, PLA+PEG. Posteriormente, 
se ha utilizado las fibras coaxiales como medio de encapsulamiento de bacteriófagos, específicos del 
Staphylococcus Aureus, combinándolos con el polímero hidrofílico en el núcleo de las fibras. 
1.2. Objetivos específicos del trabajo 
Para el desarrollo del objetivo general de este Trabajo Final de Grado, se han establecido los siguientes 
objetivos específicos:  
1. Establecer los parámetros operacionales más idóneos para el electrohilado de fibras de PEG y 
una mezcla de PLA y PEG por la técnica convencional mediante microscopía óptica. 
2. Establecer los parámetros operacionales más idóneos para la obtención de fibras coaxiales, 
PEG/PLA y PEG/PLA+PEG, por electrospinning coaxial. 
2.1. Caracterizar morfológicamente y determinar el diámetro de las fibras producidas en 
condiciones más idóneas mediante microscopia electrónica de barrido (SEM). 
2.2. Evaluar los cambios morfológicos y de diámetro de las fibras coaxiales después de 
ponerlas en contacto con un medio hidrofílico. 
3. Encapsular los bacteriófagos en las fibras coaxiales, PEG/PLA y PEG/PLA+PEG, bien 
estructuradas. 
3.1. Caracterizar morfológicamente y determinar el diámetro de las fibras producidas en 
condiciones más idóneos mediante microscopia electrónica de barrido (SEM). 
3.2. Evaluar los cambios morfológicos y de diámetro de las fibras coaxiales después de 
ponerlas en contacto con un medio hidrofílico. 
4. Analizar cualitativamente por infrarrojos (FTIR) la composición de las matrices, con y sin 
bacteriófagos, antes y después de la pérdida del polímero de sacrificio (PEG) por solubilización 
en un medio hidrofílico. 
5. Estudiar la inhibición del crecimiento bacteriano al liberar los bacteriófagos encapsulados en 
las matrices coaxiales. 
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2. Introducción  
2.1. Polímeros biodegradables 
2.1.1. Generalidades 
La introducción de nuevos materiales biodegradables ha sido el reto de las últimas décadas de la 
Ciencia de los Materiales, debido a que los residuos poliméricos sintéticos han aumentado 
considerablemente su porcentaje. Dicha ciencia tiene como finalidad última, investigar, sintetizar y 
desarrollar nuevas sustancias según propiedades deseadas para finalidades y aplicaciones 
determinadas [1]. 
La aportación de los nuevos materiales en aplicaciones de técnicas e instrumentación médica ha sido 
uno de los avances más espectaculares de los últimos tiempos. No obstante, lo que ha suscitado un 
gran interés práctico y ha supuesto un gran progreso en el área de la biomedicina ha sido el uso de 
biomateriales para fabricar sustitutos innovadores y cada vez más biocompatibles con los tejidos 
humanos que presentan alguna patología o lesión. Dependiendo de su origen, los biomateriales 
pueden ser naturales o sintéticos. Los naturales en general son materiales complejos, heterogéneos y 
difícilmente caracterizables y procesables. Los sintéticos pueden ser metales, cerámicas o polímeros y 
comúnmente se denominan materiales biomédicos. En el caso particular de los biomateriales 
poliméricos, se puede hacer una clasificación según el tiempo que deben mantener su funcionalidad 
cuando se aplican en el cuerpo humano. En otras palabras, dependiendo de si su aplicación es de 
carácter temporal o permanente. Los polímeros biodegradables, también conocidos como 
bioabsorbibles, tienen un mayor uso en las aplicaciones de carácter temporal. 
El término de biodegrabilidad fue definido de forma general, por Chandra y Rustgi en 1998, como un 
proceso por el cual bacterias, hongos, levaduras y sus enzimas consumen una sustancia polimérica 
como una fuente de alimento tal que su forma original desaparece [2]. El principal requisito de los 
polímeros biodegradables es que contengan grupos lábiles en sus cadenas que puedan romperse 
fácilmente por acción de un agente externo de naturaleza física o química. Por consiguiente, la mayoría 
de ellos tienen, en sus cadenas poliméricas, grupos funcionales con enlaces inestables frente al ataque 
hidrolítico, como por ejemplo los presentes en: éster, anhídrido, amida, etc. 
Dependiendo del agente externo (físico o químico), los polímeros pueden presentar modificaciones en 
su estructura: 
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1. Cambios físicos: decoloración, pérdida de brillo superficial, formación de grietas, erosión 
superficial, pérdida de propiedades como resistencia a la tracción o a la deformación, etc.  
2. Cambios químicos: hidrólisis u oxidación de grupos funcionales, rotura de enlaces primarios en 
la cadena principal, cambios en sustituyentes laterales, reacciones de entrecruzamiento, etc. 
La biodegradación depende de las propiedades mecánicas del polímero y de la velocidad de 
degradación [3]. 
Las propiedades mecánicas que influyen en la degradación son: 
1. El tipo de naturaleza del monómero. 
2. El iniciador de la reacción de polimerización. 
3. Los aditivos presentes en el polímero. 
4. Las condiciones de procesado. 
La velocidad de degradación depende de tres factores: 
1. Condiciones del medio: temperatura, humedad, pH, etc. 
2. Características del polímero: presencia de enlaces químicos susceptibles a la hidrólisis, la 
distinta afinidad ante la polaridad de las moléculas, estereoquímica, peso molecular, superficie 
específica, temperatura de transición vítrea y de fusión, etc. 
3. Características de los microorganismos: cantidad, variedad, fuente, actividad, etc. 
2.1.2. Mecanismos de degradación 
Se entiende por degradación de un polímero aquel cambio en su estructura química que conlleve una 
modificación apreciable de sus propiedades. En la actualidad, existen 5 principales tipos de 
mecanismos: 
2.1.2.1. Fotodegradación 
La degradación inducida por la luz en los polímeros está relacionada con los cambios producidos por la 
irradiación con luz visible o ultravioleta. En lo que se refiera a las aplicaciones prácticas de los 
polímeros, el sol es la fuente más importante. El espectro de la luz solar que penetra a la superficie de 
la tierra varía entre 290 y 400 nm. Por consiguiente, uno de los prerrequisitos para que ocurra 
fotorreacción es la absorción de luz. Los enlaces saturados como C-C o C-H, entre otros, absorben luz 
de longitudes de onda inferiores a 200 nm. Los grupos carbonilos y los enlaces doble C=C tienen 
máximos de absorción en las longitudes de onda entre 200 y 300 nm [4]. Por este motivo, sólo un 
pequeño número de polímeros son capaces de absorber radiación solar. 
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Otro prerrequisito para la reacción es la energía del fotón. No obstante, la energía de la radiación es 
mayor a la energía de unión de los enlaces moleculares C-C y C-H por lo que rompen las cadenas 
moleculares reduciendo su peso molecular y sus propiedades mecánicas. 
Se pueden obtener polímeros fotodegradables introduciendo en su estructura grupos funcionales 
sensibles a la radiación ultravioleta, como los grupos carbonilo o bien introduciendo aditivos 
fotosensibles, catalizadores y peroxidantes fotosensibles que aceleren el proceso de degradación [4]. 
2.1.2.2. Degradación mecánica 
La degradación inducida mecánicamente tiene que ver con los efectos macroscópicos que llevan a la 
fractura y la deformación producidos por el influjo de fuerzas, así como los cambios químicos inducidos 
por los esfuerzos mecánicos. No parece existir un mecanismo singular de reacción química inducida 
por los esfuerzos que sea de aplicación general. Los mecanismos de ruptura de los enlaces dependen 
del estado del polímero y de la manera como se aplican los esfuerzos. Generalmente la ruptura de los 
enlaces ocurre cuando se concentra suficiente energía en un segmento de la macromolécula como 
consecuencia de una distribución no uniforme de las tensiones internas. 
2.1.2.3. Degradación térmica 
A elevadas temperaturas, los polímeros sufren cambios químicos sin la contribución de ningún otro 
factor que no sea la energía térmica.  Este proceso está acompañado por la ruptura hemolítica, para 
generar radicales libres, de los enlaces covalentes de la cadena o de los grupos laterales como 
consecuencia del aumento de la temperatura. Dependiendo de la reactividad de los radicales libres 
originados se producirán unas reacciones u otras. 
Los mecanismos esenciales de degradación tanto de la fotodegradación como de la degradación 
térmica se basan en los mismos principios, exceptuando la velocidad en la que se degrada el polímero. 
Este factor es mayor en la fotodegradación. 
2.1.2.4. Degradación química 
La degradación química se refiere exclusivamente a los procesos que son inducidos por el influjo de 
reactivos químicos (ácidos, bases, solventes, gases reactivos, etc.) que entren en contacto con los 
polímeros.  
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2.1.2.4.1 Degradación hidrolítica 
La degradación hidrolítica de un polímero se produce como consecuencia del contacto con un medio 
acuoso. La introducción del agua en la estructura provoca el hinchamiento, la ruptura de puentes de 
hidrógeno intermoleculares, hidratación de las moléculas y finalmente, la hidrólisis de los enlaces 
inestables. Ésta última puede suceder tanto en los grupos situados en la cadena principal como en los 
sustituyentes laterales. 
2.1.2.4.2 Degradación oxidativa 
Esta degradación se produce por sustancias química oxidantes, principalmente el oxígeno (O2) y el 
ozono (O3) de la atmosfera. Ésta consiste en el ataque del oxígeno activo sobre el polímero. Tal y como 
ocurre en la degradación térmica, el O2 origina radicales libres en las cadenas de polímeros, que pueden 
dar todo tipo de reacciones secundarias degradativas. 
Para que ocurra una reacción con el O2 debe existir un mecanismo que inicie la producción de radicales 
libres como la luz ultravioleta, radiación gamma, tensiones mecánicas o la acción de la electricidad. 
Este tipo de degradación se puede retrasar e incluso evitar por la adición de estabilizadores. Los más 
usados son los absorbentes de radiación ultravioleta, los antioxidantes y los enfriadores [4]. 
2.1.2.5. Biodegradación 
La biodegradación se refiere a la transformación y deterioro que se produce en los polímeros por 
acción natural de los organismos vivos, principalmente microorganismos (bacterias, hongos o algas), 
para obtener progresivamente una estructura más simple. La biodegradación puede ser parcial o total:  
1. La biodegradación parcial consiste en alteración en la estructura química del material y la 
pérdida de propiedades específicas.  
2. La biodegradación total consiste en la degradación, prácticamente irreversible, en la cual los 
fragmentos de bajo peso molecular son asimilados por los microorganismos. Se puede dar en 
dos tipos de condiciones: aeróbicas, donde se produce dióxido de carbono (CO2), agua (H2O), 
sales minerales y biomasa; y anaeróbicas, donde se produce metano (CH4), agua, sales 
minerales y biomasa. 
De forma general, la biodegradación tiene lugar por vía hidrolítica y normalmente se completa con 
procesos enzimáticos. Los agentes biodegradativos más comunes en el organismo humano son: agua, 
sales (aniones y cationes), pH del medio fisiológico y agentes enzimáticos [5]. 
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2.1.3. Clasificación de los polímeros biodegradables 
Según su procedencia los polímeros biodegradables se pueden clasificar en naturales o en sintéticos 
[6]: 
1 Los polímeros naturales son aquellos que provienen de recursos naturales desde el punto de 
vista químico. Estos se dividen en cuatro subgrupos: 
1.1 Polisacáridos: 
1.1.1 Homopolisacáridos: almidón, celulosa, quitina. 
1.1.2 Heteropolisacáridos: gomas naturales. 
1.2 Proteínas. 
1.3 Lípidos. 
1.4 Poliésteres alifáticos: 
1.4.1 Poliésteres producidos por microorganismos o por plantas: PHA, PHB. 
1.4.2 Poliésteres sintetizados a partir de monómeros biológicos: PLA. 
2 Los polímeros sintéticos son aquellos que se obtienen a partir de fuentes fósiles/petrolíferas. 
Dentro de esta familia, son considerados biodegradables aquellos polímeros que exhiben 
degradación originada por la acción de microorganismos y agentes químicos o que exhiben 
degradación mecánica. Se clasifican en 6 subgrupos: 
2.1 Poliésteres alifáticos: PCL. 
2.2 Poliésteres aromáticos o mezclas de ambos. 
2.3 Poliamidas: Nylon 6 poliprolactama; Nylon 6,6 polihexametilendiamina adipato. 
2.4 Poliéteres: PEG. 
2.5 Polivinilalcoholes: PVOH, PEVOH. 
2.6 Poliolefinas modificadas: PE con almidón.  
Los polímeros naturales están generalmente más asociados al término de biodegradabilidad, pero en 
realidad los distintos polímeros sintéticos que cumplen este concepto se han incrementado 
significativamente en los últimos años, debido a que permiten una mejor optimización de las 
propiedades que se desean obtener; entre ellas deben considerarse la biocompatibilidad, la capacidad 
de cumplir la función asignada y la biodegradabilidad [3]. 
2.1.4. Ácido poliláctico (PLA) 
El ácido poliláctico (PLA) es un polímero de la familia de los poliésteres producido a partir del ácido 
láctico, cuya estructura principal consta de un grupo carboxilo y de un radical metilo que está unido al 
metilo de la cadena del polímero [7]. 
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La fórmula química general del PLA es (C3H4O2)n. En la Figura 2-1 está representada la estructura 
química del ácido poliláctico: 
 
Figura 2-1 Unidad constitucional repetitiva del ácido poliláctico [8]. 
El PLA pertenece al grupo de los poli(hidroxiácidos), concretamente al grupo de los poli (α-
hidroxiácidos) que se diferencian de los (β-hidroxiácidos) al contener el grupo -OH en posición alfa 
respecto al grupo –COOH. Éstos son polímeros semicristalinos con puntos de fusión relativamente 
altos. 
El ácido láctico o ácido 2-hidroxipropiónico, CH3-CHOH-COOH, contiene un átomo de carbono 
asimétrico y es el hidroxiácido más sencillo que existe. Hay dos enantiómeros o isómeros ópticos, el D-
láctico y el L-láctico. A diferencia del isómero D, la configuración L es metabolizada por el organismo 
humano [8]. También existe una mezcla racémica, el ácido láctico sintético, constituida por fracciones 
equimolares de las formas D y L, denominada ácido D,L-láctico, el cual es ópticamente inactivo [7], [9]. 
En la Figura 2-2 se muestran las estructuras de los enantiómeros o isómeros ópticos del ácido láctico: 
 
Figura 2-2 Estructura de los isómeros ópticos: ácido L-láctico (levógiro) y ácido D-láctico (dextrógiro) [9]. 
El PLA se puede obtener básicamente por dos vías: vía condensación/esterificación directa y vía 
polimerización por apertura del anillo de la lactida denominado proceso ROP (Ring Opening 
Polymerization), tal y como se muestra en la Figura 2-3. Una de las desventajas de la policondensación 
directa del hidroxiácido produce es que normalmente se obtiene un polímero de bajo peso molecular 
que muestra propiedades mecánicas deficientes, lo cual se debe al aumento severo de la viscosidad en 
estado fundido y la alta temperatura de funcionamiento. Además, la esteroregularidad no se puede 
controlar durante el curso de la polimerización. Por consiguiente, la polimerización mediante la ROP 
de lactida es el método más utilizado para la obtención de PLA puesto que permite controlar la relación 
y la secuencia de las unidades de isómeros D y L del polímero final, el cual es de elevado peso molecular. 
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Esta reacción requiere una estricta pureza de la lactida y es catalizada por metales, siendo el octoato 
de estaño el más utilizado [9]. 
 
Figura 2-3 Obtención de L-PLA a partir del isómero ácido L-láctico mediante ROP [8]. 
La lactida es el dímero cíclico del ácido láctico. Debido a los dos carbonos asimétricos presentes en la 
molécula de ácido láctico, la lactida existe en tres formas diastereoisómeras diferentes: D-lactida, L-
lactida y DL-lactida. En la Figura 2-4 se muestra la estructura de los tres diastereoisómeros: 
 
Figura 2-4 Representación de Fischer de los diastereoisómeros D-lactida, L-lactida y 
D,L-lactida, respectivamente [9]. 
El monómero cíclico tiene dos carbonos asimétricos por lo que es factible preparar polímeros con 
diferentes tacticidades. La L-lactida es la que contiene el estereoisómero natural, mientras la DL-lactida 
está formada por los dos estereoisómeros. El homopolímero derivado del monómero natural, L-láctico, 
es un polímero semicristalino (grado de cristalinidad del 37%), debido principalmente a su 
estereoregularidad, tiene alta resistencia a la tensión y baja elongación, y consecuentemente tiene un 
módulo de Young elevado, lo que hace al polímero muy adecuado para aplicaciones que tienen que 
soportar una carga como son las suturas y fijaciones ortopédicas [10]. Térmicamente, se caracteriza 
por tener un punto de ebullición elevado, entre 175-178ºC, y una temperatura de transición vítrea 
comprendida entre 60 y 65ºC. 
Pág. 10  Memoria 
10   
El poli (D,L-láctico) o DLPLA es un polímero amorfo, puesto que está formado por los dos isómeros del 
ácido láctico con una distribución aleatoria, hecho que provoca que la estructura no sea cristalina. Por 
consiguiente, este polímero tiene una resistencia a la tensión más baja, alta elongación, y una elevada 
velocidad de degradación que hace que sea un material muy atractivo para los sistemas de liberación 
de fármacos. Asimismo se preparan copolímeros de L-PLA y D,L-PLA para disminuir la cristalinidad del 
polímero quiral y controlar el proceso de degradación [10].  
En el campo de la cirugía, el L-PLA tiene grandes aplicaciones como: material de sutura reabsorbible, 
material de cirugía ortopédica (implantes reabsorbibles), tornillos, placas, grapas entre otros [11]. Por 
otra parte, el PLA es utilizado en la creación de matrices para la regeneración guiada de tejidos como 
piel, cartílagos, estructuras cardiovasculares entre otros [12]. También, es utilizado para micro y 
nanoencapsular medicamentos de liberación lenta como la insulina [13] o los antiinflamatorios [14].  
2.1.5. Polietilenglicol (PEG) 
El polietilenglicol o glicol de polietileno (PEG) es un polímero de la familia de los poliéteres con muchas 
aplicaciones desde la industria manufacturera hasta la industria medicinal. 
La presencia del enlace éter (R-O-R’) en la cadena principal de los poliéteres hace que estos presenten 
diferentes propiedades. Las uniones éter poseen una baja polaridad relativa y unas interacciones de 
Van der Waals relativamente débiles, propiedades que hacen que se asemejen a los enlaces C-C de los 
hidrocarburos. Las uniones C-O poseen una menor energía de rotación, debido al menor volumen del 
oxígeno respecto al grupo metileno. Esto provoca un aumento en la flexibilidad del polímero debido al 
aumento en el número de conformaciones permitidas en la cadena.   
El PEG está compuesto por unidades constitucionales repetitivas de óxido de etileno. Cada UCR de 
óxido de etileno tiene un peso molecular de 44Da g/mol, dependiendo del número de UCR que 
compongan el PEG será de bajo o alto peso. Normalmente se asocia un número al PEG el cual hace 
referencia al peso molecular medio, es decir, un PEG con UCR=9 tendría un peso molecular medio de 
aproximadamente 400Da y seria etiquetado como PEG400 [15]. 
La fórmula química general del PEG es H-(OCH2CH2)n-OH y su estructura química está representada en 
la Figura 2-5: 
 
Figura 2-5 Unidad constitucional repetitiva del polietilenglicol. 
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Los PEG son líquidos o sólidos de bajo punto de fusión, en función de sus pesos moleculares. Están 
disponibles comercialmente en un amplio intervalo de pesos moleculares, de 300 a 10.000.000 g/mol. 
Pese a tener un rango de peso molecular muy amplio, las propiedades químicas de los PEG son 
prácticamente idénticas. Es en las propiedades físicas donde se diferencian debido a los efectos de la 
longitud de cadena.  
El PEG se obtiene por la polimerización de óxido de etileno a través de la reacción que se observa en la 
Figura 2-6. El glicol de polietileno se produce por la interacción de óxido de etileno con agua, etilenglicol 
u oligómeros de etilenglicol. La reacción es catalizada por catalizadores ácidos o básicos. El etilenglicol 
y sus oligómeros son preferibles como material de partida en lugar de agua, debido a que permiten la 
obtención de polímeros de baja polidispersidad [16] (distribución de peso molecular estrecha). La 
longitud de la cadena del polímero depende de la reacción de los reactivos. 
 
Figura 2-6 Obtención del polietilenglicol mediante la polimerización del óxido de etileno. 
Este polímero es soluble en muchos solventes orgánicos como metanol, benceno, cloroformo, 
dimetilformamida, diclorometano, tolueno entre otro. Además, se disuelve perfectamente en agua y 
dicha solubilidad aumenta a medida que el peso molecular de éste es mayor. Por esta razón, la mayoría 
de sus aplicaciones se dan en disoluciones acuosas, posee baja inflamabilidad y baja presión de vapor. 
A diferencia de otros disolventes, el PEG es biodegradable, biocompatible y no tóxico; y puede ser 
recuperado y reciclado de la disolución por extracción o destilación directa [17].  
El PEG se utiliza en numerosas aplicaciones de la industria alimentaria, en farmacéutica, en cosmética 
o en el campo de la biomedicina, entre otros. Se trata del polímero más utilizado en el campo de la 
biomedicina debido a características como su alta compatibilidad o su distinta afinidad ante la 
polaridad de las moléculas, que permiten la administración de múltiples fármacos [18]. 
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2.2. Aplicaciones biomédicas de los polímeros biodegradables 
2.2.1. Generalidades 
Es a partir de los años 60 cuando comenzó la investigación sobre las aplicaciones biomédicas de los 
polímeros biodegradables. Siendo de gran interés debido a que pueden ser eliminados del cuerpo 
humano sin remoción ni revisión quirúrgica. Desde entonces, el uso de polímeros ha ido creciendo y 
sus aplicaciones son cada vez más amplias, mejorando las propiedades de los materiales existentes y 
desarrollando nuevos polímeros para aplicaciones específicas. Las principales aplicaciones biomédicas 
de los polímeros biodegradables son en suturas quirúrgicas, implantes y suministro de medicamentos. 
Actualmente, los polímeros sintéticos son los más utilizados en la investigación en el campo de los 
polímeros para aplicaciones biomédicas [19]. 
Para poder ser utilizados en aplicaciones biomédicas, los materiales poliméricos deben ser compatibles 
con el cuerpo humano. Es por esto, que los biomateriales biodegradables no deben ser mutagénicos, 
cancerígenos, antigénicos o tóxicos. También, deben ser capaces de degradarse pasado el tiempo 
establecido y poseer propiedades mecánicas adecuadas para su uso. Los productos de la degradación 
tienen que poderse reabsorber o excretar, así como ser antisépticos, esterilizables y compatibles con 
el tejido receptor. Asimismo, es necesario que muestren buenas propiedades de conformación para su 
producción a nivel industrial [6]. 
2.2.2. Aplicaciones permanentes dentro del organismo 
Los materiales utilizados en estas aplicaciones deben ser materiales diseñados para mantener sus 
propiedades en largos períodos de tiempo. Por lo tanto, los materiales utilizados en este tipo de 
aplicación deben ser principalmente: inertes, biocompatibles y no tóxicos, con el fin de disminuir el 
posible rechazo. 
Las aplicaciones más importantes son las prótesis o implantes ortopédicos, elementos de fijación como 
cementos óseos, membranas y componentes de órganos artificiales, entre otros [20]. 
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2.2.3. Aplicaciones temporales dentro del organismo 
2.2.3.1. Suturas quirúrgicas 
Actualmente, las suturas quirúrgicas representan el campo de mayor éxito dentro de los materiales 
quirúrgicos implantables. El principal motivo se basa en el hecho que al utilizar materiales 
biodegradables o bioabsorbibles la aplicación dentro del organismo pasa de ser permanente a ser 
temporal. De esta manera, este tipo de implante suplanta la función de algún órgano lesionado durante 
el período de recuperación del mismo, momento en el cual deben desaparecer. Es por esto, que hay 
un gran interés en desarrollar dichos materiales con el fin de disminuir el potencial de infección 
postoperatorio.  
La sutura quirúrgica se define, de forma genérica, como un filamento estéril utilizado para cerrar 
heridas, mantener unidos varios tejidos cuando se realizan implantes protésicos o ligar vasos 
sanguíneos. Para su producción se utilizan materiales de productos naturales, fibras sintéticas comunes 
y algunas fibras de polímeros sintetizadas específicamente para esta aplicación. 
2.2.3.2. Matrices (scaffolds) 
La aplicación más importante de los polímeros biodegradables se encuentra en los andamios 
temporales o scaffolds. Su función es actuar como soporte artificial sobre un tejido que ha sido 
debilitado, por enfermedad, lesión o cirugía hasta que el tejido haya recuperado su funcionalidad 
permitiendo su crecimiento tanto in vitro como in vivo. 
En el campo de la odontología, se utilizan partículas poliméricas porosas como relleno del hueco 
originado tras la extracción dental para acelerar el proceso de cicatrización del hueso de la mandíbula 
[20], [21]. Otro campo donde se utilizan es como dispositivos ortopédicos de fijación en zonas donde 
las propiedades mecánicas requeridas son pequeñas, como los pasadores para la unión de ligamentos 
o la reparación del menisco y varillas y pasadores para la fijación de fracturas [20], [22], [23]. En cambio, 
todavía no son aplicables como placas oseas o en aplicaciones con sustento de carga, debido a que no 
tienen suficiente resistencia.  
En la actualidad, el término de biodegradable scaffold se asocia específicamente a materiales de 
estructura tridimensional y porosa, que sirven de soporte para el crecimiento celular in vitro, con el fin 
de construir un sustituto biológico para un órgano o tejido que ha perdido su función [22], [24], [25]. 
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Cuando estos andamios se construyen a partir de materiales obtenidos mediante la técnica de 
electrospinning, se obtienen matrices de micro o nanofibras las cuales presentan notables ventajas 
[26], [27]. Esta aplicación, es la base de la ingeniería de tejidos, y es uno de los campos de la 
investigación biomédica más interesantes [24]–[26]. 
2.2.4. Ingeniería de tejidos 
La ingeniería de tejidos es una disciplina de la biomedicina que, combinando células, materiales y las 
herramientas de la ingeniería, intenta diseñar estructuras biológicas funcionales para sustituir, reparar 
o regenerar tejidos dañados. 
Entre los órganos y tejidos susceptibles de convertirse en productos de la ingeniería de tejidos se 
incluye el cartílago, el hueso, las válvulas cardíacas, el corazón, los nervios, los músculos, la vejiga y el 
hígado. Para ello se utilizan andamios porosos (scaffolds) que sirven como modelos tridimensionales 
que proporcionan el soporte necesario para que las células se adhieran, proliferen y mantengan sus 
funciones específicas, es decir, su fenotipo. 
Los materiales más utilizados en la ingeniería de tejidos para la elaboración de scaffolds son los 
polímeros sintéticos bioabsorbibles. Esto se debe a su capacidad de degradarse mediante hidrólisis en 
condiciones fisiológicas dentro del cuerpo humano y eliminarse por completo mediante procesos 
metabólicos. Por consiguiente, los scaffolds pueden resistir el crecimiento del propio organismo 
evitando problemas de infección o la formación de tejido fibroso, asociados a los implantes 
permanentes [24], [28]. El desarrollo de la ingeniería tisular implicaría la disminución de los problemas 
asociados a otras técnicas [29], [30]. 
1. Disponibilidad del donante y reacción de rechazo a aloinjertos. 
2. Transmisión de enfermedades infecciosas cuando se realiza un xenoinjerto. 
3. Intervenciones costosas y dolorosas en el caso de autoinjertos. 
A continuación, en la Figura 2-7 se muestra un esquema de cómo funciona la Ingeniería de tejidos. El 
procedimiento estándar se describe a continuación [26]: 
1. Extracción de células del cuerpo humano. 
2. Crecimiento celular in vitro. 
3. Semilla de célula en el andamio. 
4. Andamio de cultivo de células para aumentar el número de células. 
5. Implante de tejido regenerado. 
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Figura 2-7 Scaffold desarrollado por la Ingeniería de tejidos. 
2.3. Electrospinning 
El electrospinning o electrohilado es una técnica que utiliza fuerzas eléctricas para producir fibras 
tridimensionales, de una forma relativamente simple y económica, con diámetros que varían desde 
unos pocos nanómetros hasta algunos micrómetros [31]. 
La técnica de electrospinning fue patentada por Formhals en 1934 y desde entonces se ha ido 
desarrollando cada vez más. En la última década ha habido un creciente interés por esta tecnología ya 
que permite producir micro o nanofibras con una amplia variedad de aplicaciones, desde la cosmética, 
ensayos ópticos, textiles, hasta la investigación médica, entre otras.  
2.3.1. Principios de la técnica 
En el proceso llamado electrospinning se utiliza una fuente de alto voltaje para crear un campo 
electrostático elevado entre dos polos opuestos, conformados por una aguja y un colector, el cual está 
a potencial 0 y donde se depositan las fibras micro o nanométricas formando un tejido o matriz porosa 
(llamada electrospun o mat) con textura, color y densidad características [32]–[34].  
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Figura 2-8 Diagrama de un equipo de electrospinning[35]. 
Tal y como se muestra en la Figura 2-8, la disolución del polímero, preparada previamente, se carga en 
una jeringa de inyecciones que se conecta a una aguja. Con el fin de impulsar el fluido, se utiliza una 
bomba de infusión o perfusión, la cual está unida al émbolo de la jeringa y genera en ella una presión 
y flujo constante que, a través del tubo, se transmite a la disolución del polímero en la aguja. Por el 
efecto de la polarización y la carga originadas por el campo eléctrico, la solución es atraída en forma 
de jet hacía una superficie conductora, dispuesta a una distancia determinada de la aguja y conectada 
a tierra. Durante la creación del jet, el solvente se evapora de manera gradual, y el producto obtenido 
se deposita en forma de micro y nanofibras no tejidas de forma aleatoria en la placa colectora. Se 
denomina jet al fluido impulsado desde la aguja hasta la placa colectora. En la Figura 2-3 se muestra 
un esquema típico de un equipo de electrospinning en posición vertical. 
En el flujo electro-hidrodinámico del jet, las cargas son inducidas en el fluido a través de la distancia de 
separación de los electrodos (aguja y placa metálica), rompiéndose la tensión superficial a través del 
campo eléctrico y descomponiéndose en una tangencial (τt) y una normal (τn). Esto provoca a la salida 
de la aguja una deformación en la gota en forma de cono conocido como cono de Taylor. A medida 
que el jet toma una aceleración, su diámetro disminuye en magnitud y las componentes tangencial y 
normal se equiparan hasta llegar a ser iguales. En la Figura 2-9 se muestra la deformación que sufre la 
gota a la salida de la aguja a causa de las fuerzas que actúan sobre ella. 
 
Figura 2-9 Deformación de la gota como consecuencia de la tensión superficial y las cargas electrostáticas. 
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Una vez se ha formado el cono de Taylor, el proceso de elongación de éste llega a un límite en el que 
la concentración de la carga es tan elevada que sobrepasa a la tensión superficial y da lugar a un haz 
en la punta del cono. El haz recorre varias trayectorias inestables durante las cuales se alarga, reduce 
su diámetro y pierde todo el disolvente convirtiéndose en una fibra polimérica de medidas 
nanométricas [21], [27], [28], [31]. La matriz de micro o nanofibras es recogida en el colector de forma 
sólida. La corriente aplicada en la operación es de alto voltaje pero intensidad muy reducida, del orden 
de microamperios [32]. 
2.3.2. Parámetros de la técnica  
La morfología de las fibras obtenidas por electrospinning depende de varios factores los cuales se 
pueden clasificar en tres grupos: 
1. Propiedades de la disolución: peso molecular, concentración del polímero, viscosidad, 
conductividad, volatilidad del disolvente, constante dieléctrica y tensión superficial.  
2. Parámetros de operación: voltaje aplicado, flujo de salida, distancia aguja-colector, diámetro 
de la aguja, tipo y geometría del colector. 
3. Condiciones ambientales: humedad, temperatura y presión atmosférica.  
A continuación, se hará una breve descripción del efecto de los parámetros del proceso controlables 
más significativos. Se ha de tener en cuenta que la interrelación existente entre los parámetros 
anteriores, hacen de la técnica del electrospinning un proceso complicado que requiere la realización 
de múltiples ensayos experimentales hasta encontrar las condiciones idóneas [32], [36], [37] 
2.3.2.1. Propiedades de la disolución 
2.3.2.1.1 Concentración 
La concentración es uno de los parámetros determinantes del tamaño y la morfología de las fibras. 
Esto se debe al hecho que tanto la viscosidad como la tensión superficial son propiedades 
dependientes de la concentración. Si la solución está muy diluida (baja viscosidad) las fibras de 
polímero se rompen en gotas antes de llegar al colector debido al efecto de la tensión superficial. Por 
el contrario, si la solución está muy concentrada (alta viscosidad) puede dificultarse su movilidad a 
través del capilar (aguja) e impedir la creación de fibras. El diámetro de las fibras aumentará a medida 
que la concentración y la viscosidad sean mayores, las cuales son dos parámetros directamente 
proporcionales [37]–[40].  
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2.3.2.1.2 Tensión superficial 
La tensión superficial es la fuerza que se encarga que el líquido adopte una forma esférica en vez de 
mantener un cono estable. Al aplicar un voltaje elevado se pretende aumentar la superficie 
oponiéndose a la formación de gotas y favoreciendo la formación de jets más delgados. Cabe destacar, 
que una baja tensión superficial contribuye a la producción de fibras lisas [41] así como también 
reduciéndolo se favorece la obtención de fibras sin presencia de defectos, tal y como concluyeron 
Doshi y Reneker [42].  
2.3.2.1.3 Conductividad de la solución 
Una elevada conductividad del polímero favorece a una formación homogénea de fibras debido a un 
mayor transporte de cargas, que, al verse sometidas al campo eléctrico, provoca que todas las fibras 
se vean atraídas con la misma aceleración. Además, supone un mayor estiramiento de la solución por 
lo que las fibras obtenidas son más delgadas (reducción del diámetro) que cuando la conductividad es 
menor, puesto que supone un menor transporte de cargas y estiramiento de la solución. Para mejorar 
la conductividad se suelen añadir sales inorgánicas ya que incrementa la conductividad y, por ende, la 
fuera eléctrica para el estiramiento del jet [27], [32].  
2.3.2.1.4 Constante dieléctrica del disolvente 
El disolvente de la disolución cumple dos roles importantes dentro del proceso. En primer lugar, 
disolver las moléculas de polímero para formar el jet con carga eléctrica y, en segundo lugar, llevar las 
moléculas de polímero disuelto hasta el colector. Experimentalmente se ha demostrado que, si la 
constante dieléctrica del disolvente es alta, se obtienen mejores resultados ya que reduce la formación 
de gotas y el diámetro de las fibras resultantes. 
2.3.2.2. Parámetros de operación 
2.3.2.2.1 Voltaje aplicado 
Es uno de los parámetros más importantes dentro del proceso. En la mayoría de los casos un voltaje 
alto permite un mayor estiramiento de la solución debido a la presencia de un fuerte campo eléctrico, 
lo que supone una reducción en el diámetro de las fibras. Se tiene que tener en cuenta, también, que 
un voltaje demasiado elevado supone una mayor densidad superficial de carga lo que ocasiona una 
mayor inestabilidad en el cono de Taylor y beneficia la aparición de defectos. Para electrohilar, se 
requiere una diferencia de potencial entre 0 y ±50 kV [43], [44]. 
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2.3.2.2.2 Flujo de salida 
El flujo de salida de la disolución determina en gran medida el tiempo que tiene el disolvente a 
evaporarse. Por este motivo, un flujo menor beneficia a que el disolvente tenga tiempo suficiente para 
evaporarse evitando la formación de defectos en las fibras. A medida que este se incrementa también 
lo hace el diámetro de las fibras y, posiblemente, el tamaño de los defectos. Un flujo excesivo genera 
que la gravedad adquiera un papel protagonista en el balance de las fuerzas generando cúmulos los 
suficientemente grandes como para impedir la formación del cono de Taylor. Por estas razones, 
normalmente, se opera con flujos entre 0.5 y 10 mL/h. Finalmente, es el flujo de salida el que determina 
la cantidad de solución disponible para el proceso de electrospinning [39], [40]. 
2.3.2.2.3 Distancia aguja-colector 
Dependiendo de las propiedades de la solución el efecto de la variación de la distancia puede o no 
tener efecto en la morfología de las fibras. A distancias muy grandes, las fibras podrían romperse 
debido a su propio peso, sobre todo si estas son de diámetros pequeños [45]. En el proceso de 
electrohilado, se requiere una mínima distancia para dar al disolvente el tiempo suficiente para que se 
evapore de las fibras antes de que estas alcancen el colector. Con distancias muy grandes o demasiado 
pequeñas se ha observado la aparición de gotas o fibras húmedas que promueven la obtención de 
fibras aplanadas o con forma de cintas. 
La mayoría de los autores coinciden en que a mayores distancias la solución tiene mayor tiempo de 
vuelo lo que promueve un mayor estiramiento de las fibras antes de depositarse en el plato colector 
[46].  
2.3.2.3. Condiciones ambientales 
Cheryl L. Casper evaluó la influencia de la humedad en las fibras obtenidas por medio de la técnica de 
electrospinning y demostró la aparición de pequeños poros circulares en la superficie de las fibras 
debido a un aumento en la humedad [47]. De igual manera, la humedad puede determinar la velocidad 
de evaporación del disolvente en la solución, de modo que un disolvente volátil puede evaporarse muy 
rápido a una humedad relativa baja. Por su parte, la temperatura puede incrementar la rata de 
evaporación y puede provocar una disminución en la viscosidad de la solución. Por consiguiente, las 
fibras pueden presentar formas y tamaños diversos dependiendo de los parámetros y características 
del ambiente [48], [49]. 
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2.3.3. Aplicaciones generales de la técnica 
Las fibras obtenidas mediante la técnica de electrospinning tienen una gran variedad de aplicaciones, 
las cuales varían dependiendo del sector al que se dirige. A continuación, se detallan los principales 
sectores y sus aplicaciones específicas:  
1. Ingeniería de tejidos: el electrospinning se utiliza para la generación de membranas porosas 
para la piel, tubos para los vasos sanguíneos que también permiten la regeneración nerviosa 
y la producción de estructuras tridimensionales, scaffolds, con el objetivo de regenerar huesos 
y cartílagos. 
2. Biomedicina: se pueden utilizar las fibras para ser cargadas de fármacos de tal forma que se 
consigue una liberación controlada, en dispositivos hemostáticos y apósitos para la protección 
de heridas y quemaduras. 
3. Filtros: sirven como membranas en las filtraciones de líquidos, gases y moléculas. 
4. Sensores: se pueden utilizar en sensores térmicos, piezoeléctricos y bioquímicos. 
5. Ropa de protección: el uso de micro o nanofibras en la producción de ropa permite que ésta 
tenga una impedancia mínima al aire, eficiencia para atrapar partículas en aerosol y que 
proteja de los gases bioquímicos. 
6. Aplicaciones industriales: dentro de este campo se pueden usar en dispositivos nano o 
microelectrónicos, en la disipación electroestática, en la protección de interferencias 
electromagnéticas, en celdas para dispositivos fotovoltaicos, en dispositivos LCD, en 
materiales ultraligeros para naves espaciales y en catalizadores de alta eficiencia y 
funcionalidad. 
7. Cosméticos: en la fabricación de mascarillas faciales para la limpieza, curación y terapia 
médica. 
2.4. Electrospinning coaxial 
2.4.1. Principios de la técnica 
El electrospinning coaxial es una modificación o una ampliación de la técnica convencional [50] que ha 
permitido electrohilar simultáneamente diferentes polímeros dentro de una estructura formada por 
un núcleo (core) y una cubierta (shell) de nanofibras [51]. 
A diferencia de la aguja utilizada en el electrospinning uniaxial, la boquilla coaxial consta de dos agujas 
concéntricas. Esta es alimentada simultáneamente por las dos soluciones poliméricas, una de las cuales 
formará el núcleo de la fibra y la otra la cubierta. 
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De la misma manera que en la técnica convencional, el proceso de electrohilado se inicia cuando se ve 
salir la primera gota compuesta por las dos soluciones poliméricas que alimentaran la aguja coaxial. En 
este proceso, las fuerzas electrostáticas empujan la disolución de la cubierta y el movimiento de ésta 
genera a su vez fuerzas viscosas que empujan la disolución del núcleo generando un cono de Taylor 
coaxial (véase la Figura 2-11), en esta ocasión es un cono compuesto por las dos soluciones. El jet 
coaxial es sometido a las mismas inestabilidades electrostáticas que el jet producido por la técnica 
convencional, pero la membrana fibrosa resultante es un material compuesto bicomponente. En la 
Figura 2-10 se muestra la disposición típica de un equipo de electrospinning coaxial en posición vertical. 
 
Figura 2-10 Diagrama de un equipo de electrospinnig coaxial en posición vertical [35]. 
 
Figura 2-11 Deformación de la gota hasta generar el cono de Taylor coaxial [52]. 
A pesar de las similitudes del mecanismo, el sistema coaxial es más complejo puesto que intervienen 
nuevos parámetros [50], [53]. El hecho de usar una aguja coaxial y obtener fibras en el colector no 
garantiza la obtención de fibras coaxiales como consecuencia de los complejos comportamientos 
electrodinámicos que intervienen en el proceso. Por consiguiente, es necesario realizar una 
parametrización para garantizar que la disolución de la cubierta logre arrastrar la disolución del núcleo 
mediante tensiones viscosas. 
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2.4.2. Parámetros de la técnica 
La morfología de las fibras obtenidas por electrospinning coaxial depende de los mismos factores que 
del mecanismo uniaxial, pero con nuevos parámetros añadidos. Por lo tanto, se clasifican en los tres 
mismos grupos. A continuación, se detallará los efectos que tienen los nuevos parámetros relativos 
entre las dos disoluciones en la formación de fibras coaxiales [40].  
2.4.2.1. Propiedades de las disoluciones 
2.4.2.1.1 Miscibilidad entre disolventes 
Las interacciones entre los disolventes utilizados juegan un papel importante en la naturaleza de las 
fibras coaxiales resultantes. Por este motivo, la elección de los disolventes, tanto del núcleo como de 
la cubierta, debe realizarse cuidadosamente con el fin de optimizar la solubilidad del polímero y la 
capacidad de formación del jet compuesto por ambos, sin que ninguno de ellos provoque la 
precipitación del otro. El hecho de que las soluciones sean inmiscibles asegura la separación de fases 
entre las disoluciones durante el proceso de electrohilado. El tiempo característico de los fluidos en el 
cono de Taylor es de un segundo, por lo que la difusión, que se produce en el orden de microsegundos, 
de las partículas de las dos disoluciones puede producirse en el transcurso del proceso. 
2.4.2.1.2 Volatilidad de los disolventes 
Una alta volatilidad del disolvente de la disolución del núcleo generará una capa sólida en la interfase 
entre las dos disoluciones encapsulando el disolvente del núcleo y reduciendo su evaporación. 
Además, cuando el disolvente del núcleo se vaya evaporando, se generará vacío en el núcleo haciendo 
que su estructura se colapse produciendo fibras en forma de cinta.  
2.4.2.1.3 Viscosidad de la solución 
La viscosidad juega un papel fundamental en la formación de fibras coaxiales puesto que son las fuerzas 
viscosas y de fricción, entre la disolución del núcleo y de la cubierta, las que generan el cono de Taylor 
al superar la tensión de la interfase. Por ello, la viscosidad de la disolución de la cubierta debe ser mayor 
que la de la disolución del núcleo con la finalidad de que esta sea arrastrada por la cubierta. Además, 
el hecho de que actué una superficie menor sobre el núcleo y que este se controle mediante el 
endurecimiento por tensión de la interfase, entre ambas disoluciones, hace que simplemente requiera 
una viscosidad mínima para mantenerse intacto y continuo dentro del fluido que lo envuelve. 
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2.4.2.1.4 Conductividad de las soluciones 
Una conductividad relativa excesiva de la disolución del núcleo respecto a la disolución de la cubierta 
puede generar que las fuerzas viscosas que deben dominar la estructura coaxial puedan verse 
superadas por las fuerzas que ejercen las cargas de la disolución del núcleo. 
2.4.2.2. Parámetros de operación  
2.4.2.2.1 Potencial eléctrico 
Un campo eléctrico elevado puede provocar que la disolución de la cubierta genere un cono de Taylor 
lo suficientemente corto como para no conseguir envolver la disolución del núcleo. Al quedar expuesta 
al campo eléctrico, las fuerzas electrostáticas generaran un segundo cono de Taylor produciendo como 
resultado una matriz de dos fibras diferentes. 
2.4.2.2.2 Flujo de las disoluciones 
Este parámetro se debe tener en cuenta cuando haya más de una bomba de infusión o perfusión en el 
proceso lo que permite que las disoluciones sean impulsadas a diferentes velocidades de flujo. Un alto 
flujo de la disolución de la cubierta respecto al del núcleo impedirá la continuidad del líquido del núcleo 
generando fibras con gotas en su interior. Por el contrario, un alto flujo de la disolución del núcleo 
impedirá a la disolución de la cubierta arrastrar a la primera mediante fuerzas viscosas. Esto provocará 
que no se forme un cono de Taylor y, por lo tanto, se acabaran generando fibras de los diferentes 
polímeros. De forma general, el flujo de la disolución del núcleo debe ser más pequeño que el flujo de 
la disolución de la cubierta. 
2.4.3. Aplicaciones biomédicas del electrospinning coaxial 
La mayoría de las aplicaciones del electrospinning coaxial se encuentran en el sector de la biomedicina, 
sobre todo en el ámbito de la administración de fármacos. 
Actualmente, la administración de fármacos se realiza juntamente con otras sustancias, como los 
polímeros, que mejoran el mecanismo de liberación. La liberación de fármacos puede darse de dos 
maneras: liberación controlada y liberación dirigida. 
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La administración de medicamentos, a partir de las fibras generadas en el electrospinning, se basa en 
el principio de que la velocidad de disolución del fármaco aumenta con el aumento de la superficie del 
medicamento y de la estructura polimérica que lo soporta. También, se ha de tener en cuenta que la 
interacción existente entre el fármaco y el polímero determina el comportamiento de la liberación, 
puesto que, el complejo de fibras resultantes está estrechamente ligado a la solubilidad y la 
compatibilidad del fármaco en la solución de la mezcla, así como a las condiciones del electrospinning. 
En la actualidad, para conseguir una liberación controlada evitando la liberación por apertura 
longitudinal se utilizan fibras producidas a partir del electrospinning coaxial. Dichas fibras, que están 
compuestas por un núcleo y una cubierta, permiten un perfecto encapsulamiento del fármaco, el cual 
se encuentra en el núcleo protegido por una cubierta polimérica. En este caso, el perfil de liberación 
se puede controlar mediante la regulación del tamaño de partícula.   
Finalmente, el electrospinning coaxial también permite la creación de un sistema de liberación bifásica, 
el cual consisten en una primera fase en la cual el fármaco es liberado de manera inmediata, puesto 
que se encuentra combinado con un polímero hidrofílico en la cubierta; y una segunda fase llamada 
liberación sostenida, en el que el fármaco se encuentra combinado con un polímero hidrofóbico en el 
núcleo.  
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3. Materiales y métodos 
En este apartado, se han presentado tanto los materiales y reactivos utilizados, como los métodos y 
equipos que se han llevado a cabo para la caracterización de las matrices poliméricas. 
3.1. Reactivos 
Los disolventes y reactivos utilizados para los diferentes ensayos de laboratorio realizados son los 
siguientes: 
1. Acetona, Sigma-Aldrich. 
2. Agua ultrapura, Millipore. 
3. Cloroformo, Fisher Scientific.  
4. Preparación comercial de bacteriófagos, PhagestaphTM. 
5. PBS, Sigma-Aldrich. 
6. PEG 10000 kDa, Sigma-Aldrich. 
7. PEG 35000 kDa, Sigma-Aldrich. 
8. PLA, Sigma-Aldrich. 
9. BHI, Sigma-Aldrich. 
3.2. Material de laboratorio 
Los materiales utilizados en la realización de los diferentes ensayos de laboratorio son los siguientes: 
 
1. Agitador 




6. Jeringas de plástico de 5 mL y 10 mL 
7. Papel de aluminio 
8. Parafilm 
9. Pera de succión 
10. Pinzas de precisión 
11. Pipetas Pasteur 
12. Pistola de silicona 
13. Porta y cubreobjetos para microscopía 
óptica 
14. Tijeras 
15. Tubos con tapa  
16. Vasos de precipitado 
17. Viales de 20 mL 
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3.3. Preparación de la disolución polimérica de PLA, PEG y PLA/PEG 
Para la obtención de fibras coaxiales mediante la técnica de electrospinning coaxial es necesario 
transformar previamente los polímeros PLA y PEG (estado sólido) en disoluciones poliméricas. Para ello 
se ha seguido el siguiente procedimiento: 
1. Preparar la composición de los diferentes disolventes que se van a utilizar en los experimentos: 
1.1. CHCl3:Acetona 2:1 (v:v) 
1.2. Agua ultrapura 
1.3. CHCl3 
2. Calcular la masa de polímero, PLA o PEG, necesaria para tener un porcentaje determinado de 
concentración peso a peso (%w/w), del polímero en la disolución, en una muestra total de 10 
gramos. 
3. Introducir el vial que contendrá la disolución polimérica en la balanza analítica y calibrar a 0. 
4. Añadir en el vial la cantidad ya calculada de polímero con ayuda de una espátula. 
5. Añadir con ayuda de la pipeta Pasteur la cantidad de disolvente requerida hasta completar los 
10 g totales de la muestra polimérica.  
6. Tapar y sellar, con parafilm, el vial y dejarlo 24 horas en el agitador a 37ºC. 
3.4. Electrospinning coaxial 
En la Figura 3-1, se muestra el equipo de electrospinning, tanto para la técnica convencional como para 
la coaxial, utilizado para la obtención de micro o nanofibras. Este está compuesto por una bomba de 
desplazamiento (1), una o dos jeringas (electrospinning uniaxial o coaxial) (2), una aguja simple o 
coaxial (dependiendo del tipo de fibras que se quieren obtener) (3), una fuente de alimentación de alto 
voltaje (4), una superficie colectora (5) y una caja protectora (6). 
 
Figura 3-1 Equipo de electrospinning coaxial. 
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Durante la realización de los diferentes experimentos con la técnica del electrospinning, es 
indispensable el uso de guantes, papel de aluminio, papel, cubreobjetos y portaobjetos. Así como 
también, el uso del microscopio óptico (OM) para analizar las fibras in situ con la finalidad de establecer 
las condiciones más idóneas de electrohilado. 
El procedimiento seguido para la técnica del electrospinning coaxial es el siguiente: 
1. Preparar el montaje de la aguja coaxial. Introducir la aguja 21G en el interior de la aguja 14G y 
ajustar hasta que ambas agujas estén concéntricas. Fijar el montaje con la ayuda de una pistola 
de silicona. 
2. Cargar las jeringas, del mismo tipo, con sus correspondientes soluciones poliméricas. Unir la 
jeringa de la cubierta a la aguja coaxial con un tubo de teflón.  
3. Colocar las jeringas en la bomba. Elegir, en el menú de la bomba, el tipo y el tamaño de la 
jeringa (en este caso: plástico y 5 o 10 cc), el volumen de solución (de 0 a 5 o 10 mL) y el flujo 
al cual se quiere realizar el experimento. 
4. Cubrir la superficie colectora con papel de aluminio para recoger la muestra electrohilada. 
5. Conectar la fuente de alimentación a la jeringa y al colector. 
6. Poner un cubreobjetos sobre el colector para analizar en el OM si las fibras obtenidas son las 
más idóneas. Cubrir con papel la zona donde goteara la disolución.  
7. Encender la bomba. 
8. Observar que el flujo se estabiliza, retirar el papel y encender la fuente de alimentación y 
regular el voltaje al que se desea trabajar. Cerrar la caja protectora. 
9. Observar que se forma el cono de Taylor en la punta de la aguja y recoger muestra en el 
cubreobjetos.  
10. Poner el cubreobjetos en un portaobjetos y analizar la muestra recogida en el OM. Si las fibras 
son válidas, recoger todo el volumen de solución sobre el papel de aluminio.  
Durante el proceso de electrohilado, es necesario ir controlando que el cono de Taylor se mantiene 
estable, así como también que las agujas se encuentran de manera concéntrica con el fin de asegurar 
que la disolución de la cubierta envuelva uniformemente la disolución del núcleo. 
En el caso de que se pretenda utilizar diferentes flujos, para el núcleo y la cubierta de las fibras 
coaxiales, se utilizarán dos bombas de desplazamiento. A diferencia de la técnica coaxial, en la 
convencional se utiliza una única jeringa y una aguja simple.  
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3.5. Morfología y diámetro de las fibras 
La caracterización de las matrices obtenidas con la técnica del electrospinning se ha llevado a cabo 
mediante microscopía. Para la optimización de las condiciones de electrohilado, se han realizado 
observaciones con ayuda del microscopio óptico (OM). Para la morfología de las fibras y el estudio de 
sus diámetros se ha utilizado la microscopia electrónica de barrido (SEM). 
3.5.1. Microscopia óptica (OM) 
El microscopio óptico utilizado es el microscopio Zeiss Axioskop 40. Las micrografías fueron tomadas 
con una cámara digital Zeiss AxiosCam MRc5. Ambos equipos se muestran en la Figura 3-2. 
 
Figura 3-2 Microscopio óptico (OM). 
El microscopio óptico se sirve de la luz visible para crear una imagen aumentada del objeto. El 
microscopio utilizado está compuesto por dos sistemas de lentes convexas, tres objetivos de 10, 20 y 
40 aumentos y el ocular. El ocular y el objetivo están montados en extremos opuestos del tubo cerrado.  
El microscopio óptico es práctico para establecer las mejores condiciones para conseguir micro o 
nanofibras puesto que permite ver una imagen virtual aumentada de la imagen real a través del ocular. 
Por esta razón, es útil para hacer una observación y determinar de manera rápida la calidad de las 
muestras recogidas en un cubreobjetos. Sin embargo, no sirve para observar la morfología o realizar 
mediciones del diámetro de las fibras por lo que solo se ha utilizado para hacer una primera valoración. 
El procedimiento seguido para el uso del OM es el siguiente: 
1. Encender el ordenador y abrir el programa AxioVision. 
2. Encender el microscopio óptico y la cámara mediante el comando Live. 
3. Colocar el portaobjetos, con las muestras recogidas en el cubreobjetos, en el microscopio 
óptico. 
4. Escoger el aumento que se desea y enfocar la imagen que se proyecta en la pantalla. 
5. Realizar la fotografía mediante el comando Snap, seleccionando previamente el aumento 
escogido (10, 20 o 40).  
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6. Modificar las propiedades de la fotografía mediante el comando Show Properties y añadir la 
escala de la fotografía con el comando Scale bar. Guardar la fotografía. 
7. Retirar el portaobjetos. Repetir a partir del paso 3 para realizar otra fotografía. 
8. Al finalizar, apagar el programa y el microscopio óptico. 
3.5.2. Microscopía electrónica de barrido (SEM) 
El microscopio electrónico de barrido o SEM (Scanning Electron Microscope) utilizado ha sido el Focus 
Ion BeamZeiss Neon40 (véase la Figura 3-3). Este sirve para realizar fotografías a las muestras que nos 
permiten analizar la morfología de la superficie de las fibras y realizar medidas de los diámetros para 
realizar su distribución. La medida de los diámetros se ha realizado con el programa informático 
SmartTiff de Carl Zeiss SMT Ltd y el procesamiento de los datos mediante el Origin Pro 8.0. 
 
Figura 3-3 Microscopio electrónico de barrido (SEM). 
El SEM es un instrumento que realiza un barrido, a través de un rastreo programado, a la superficie de 
un sólido mediante un haz de electrones de energía elevada. La cámara donde se introduce la muestra 
trabaja al vacío. En la parte superior de la cámara está situado el cañón de electrones el cual produce 
el haz de electrones, que posteriormente generará la imagen, el haz viaja verticalmente a través del 
microscopio a un voltaje de aceleración de 5 kV. La muestra es enfocada gracias a una serie de lentes 
electromagnéticas situadas en la columna. Los electrones de alta intensidad inciden sobre la muestra 
y los electrones dispersados de alta intensidad son captados por detectores que los convierten en una 
señal digital captada por una pantalla. 
3.5.2.1. Sputtering 
Para poder aplicar la técnica del SEM en las matrices se necesita una preparación previa que consiste 
en recubrir la muestra con una capa delgada de material conductor (oro o carbono) con el fin de que 
esta sea conductora. 
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Dicho recubrimiento previene la formación de carga eléctrica sobre la muestra debido a la baja 
conductividad del polímero y que dicha carga interaccione con el haz de electrones incidente. Cuando 
esto ocurre, las imágenes se distorsionan por lo que es imprescindible un recubrimiento óptimo para 
la obtención de imágenes. Este recubrimiento se ha realizado con el dispositivo Mitec K950 
SputterCoater, Figura 3-4, el cual crea un recubrimiento por pulverización catódica utilizando un campo 
eléctrico y gas argón, trabajando en condiciones de vacío. 
 
Figura 3-4 Dispositivo de recubrimiento. 
3.6. Pérdida de masa por remoción del PEG 
A partir de la pérdida de masa de las matrices, después de ser removidas con agua, se ha pretendido 
analizar si las fibras obtenidas por electrospinning coaxial son propiamente coaxiales. Para ello, se ha 
seguido el siguiente procedimiento: 
1. Recortar 3 matrices cuadradas por muestra recolectada. Pesar cada una de las matrices con la 
balanza analítica y anotar los pesos iniciales (mi). 
2. Introducir cada una de las matrices en tubos diferentes y añadir 3 mL de agua ultrapura para 
remover el contenido de PEG. Dejar en remojo 24 horas. 
3. Retirar el agua de los tubos y secar las matrices en la estufa a 37ºC durante 24 horas. 
4. Sacar las matrices de la estufa y pesarlas. Realizar este paso hasta que los valores de los pesos 
de las matrices no varíen más de un 5% para comprobar que están completamente secas. 
Tomar la última pesada como valor del peso final de cada matriz (mf). 
5. Calcular el porcentaje de PEG (polímero de sacrificio) que ha perdido cada matriz. 
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3.7. Espectrómetro IR 
El equipo utilizado para realizar el análisis mediante espectroscopia de infrarrojo (IR) es el FTIR 4100 
Jasco con los accesorios Specacmodel MKII Golden Gate Heated Single Reflection Diamond ATR y con 
ZnSelenses + High Stability Temperature Controller (West 6100+), tal y como se muestra en la Figura 3-
5. Este sirve para realizar un estudio cualitativo de una muestra de matriz para determinar los grupos 
funcionales que la constituyen. 
 
Figura 3-5 Equipo de espectroscopia de infrarrojo (IR). 
La técnica del IR se basa en la absorción de radiación infrarroja a una determinada longitud de onda a 
partir de la excitación de los modos de vibración y subestados de rotación de las moléculas que 
provocan un cambio en su momento dipolar. Es posible asignar absorciones a grupos funcionales 
específicos y obtener un espectro de IR diferente para cada molécula. 
El espectro IR de un compuesto es una representación gráfica de la absorción que tiene lugar en la 
región infrarroja del espectro en función de la frecuencia de la radiación. Para poder cuantificar la 
cantidad de radiación absorbida se determina el porcentaje de transmitancia (T%). La identificación de 
los grupos funcionales se realiza basándose en que cada uno de ellos tiene una absorción característica 
para una longitud de onda determinada. 
Para la realización del espectro IR de las diferentes muestras se ha seguido el siguiente procedimiento:  
1. Encender el ordenador y poner en marcha el espectrofotómetro siguiendo las instrucciones 
del aparato. 
2. Abrir el software llamado Spectra Manager. 
3. Abrir el ATR y limpiar con un papel con etanol el soporte de diamante y el cristal de zafiro, tal 
y como se indica en las instrucciones. 
4. Hacer una línea base denominada background. 
5. Poner la muestra entre el soporte y el cristal y cerrar el ATR. Tomar la medida del espectro 
utilizando la aplicación Spectra Measurement. Guardar el espectro. 
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6. Repetir el procedimiento a partir del punto 5 para cada muestra. 
7. Cerrar el equipo siguiendo las instrucciones. 
3.8. Estudio cualitativo de la actividad de los bacteriófagos  
Se ha realizado un estudio cualitativo para determinar la actividad de los bacteriófagos incorporados 
en las fibras de PEG, las cuales constituirán el núcleo de las fibras coaxiales. 
3.8.1. Incorporación de bacteriófagos en fibras de PEG 
Para la incorporación de fagos en las fibras, se ha elaborado las siguientes soluciones: PEG en 
Cloroformo (CHCl3) al 25% (%w/w) y PEG en PhagestaphTM al 25% (%w/w), siguiendo los mismos pasos 
explicados en la preparación de las disoluciones poliméricas de PLA y PEG, Apartado 3.3. Después de 
estar en agitación durante 24 horas a 37ºC, se ha realizado dos mezclas de ambas disoluciones en 
distintas proporciones volumétricas. Seguidamente, se ha homogenizado cada solución final con ayuda 
de un mezclador de vórtice. Las disoluciones finales preparadas son las siguientes: 
1. PEG en CHCl3:PhagestaphTM 2:1 (v:v) al 25% (%w/w). 
2. PEG en CHCl3:PhagestaphTM 1:1 (v:v) al 25% (%w/w). 
Seguidamente, se ha aplicado la técnica de electrospinning a las dos disoluciones y se ha obtenido, en 
sus condiciones más idóneas, dos matrices fibrosas de PEG con bacteriófagos incorporados. 
3.8.2. Método cualitativo de la viabilidad de los bacteriófagos  
Para observar el efecto bactericida de los fagos incorporados en el núcleo de las fibras uniaxiales de 
PEG, explicado en el Apartado 3.8.1, se ha utilizado un método cualitativo basado en la inhibición del 
crecimiento bacteriano en placas de agar. Para ello, previamente, se ha añadido agar a un caldo de 
cultivo y se ha dejado gelificar en el interior de distintas placas de Petri. A continuación, se ha seguido 
el siguiente procedimiento: 
1. Pesar aproximadamente 30 mg de cada matriz y añadirlos en eppendorfs distintos. 
2. Pipetear 100 μL de agua estéril en cada uno de los eppendorfs, para disolver la matriz inicial.  
3. Preparar una dilución seriada hasta 10-10 de la disolución inicial (100), con una concentración 
aproximada de 30 mg/100 μL. 
4. Cuadricular las placas de agar, específicas para los Staphylococcus Aureus. 
5. Extender, con ayuda de un bastoncillo, 100 μL de cultivo Staphylococcus Aureus ATTC 25923 
en dos placas de agar. Dejar secar en una estufa a 37ºC durante 15-20 minutos. 
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6. Pipetear 5 μL de cada una de las 11 diluciones preparadas, para cada matriz, en diferentes 
cuadrados de la cuadricula de las placas de agar. Dejar secar en una estufa a 37ºC. 
 
En la Figura 3-6, se muestra una representación de la dilución seriada mencionada en el punto 3: 
 
 
Figura 3-6 Representación de la realización de las 11 diluciones seriadas de cada matriz. 
Transcurrido un par de días, se ha observado si hay ausencia de crecimiento bacteriano en las zonas 
donde se ha pipeteado la dilución seriada de cada matriz. De este modo, se ha decidido qué proporción 
volumétrica es la más adecuada para la preparación de la disolución polimérica del núcleo con fagos 
incorporados. 
3.9. Incorporación y liberación de bacteriófagos encapsulados en fibras 
coaxiales 
La encapsulación de los bacteriófagos en las fibras coaxiales se ha realizado a partir de una mezcla 
polimérica que combina una preparación comercial de fagos (PhagestaphTM) con el polímero 
hidrofílico, PEG, que compone el núcleo de la fibra, tal y como se explica en el Apartado 3.8.1. La 
proporción volumétrica de la disolución se ha decidido a partir del método cualitativo, explicado en el 
Apartado 3.8.2. 
La liberación de los bacteriófagos se ha llevado a cabo mediante un tampón fosfato salino (PBS). Se 
trata de una solución acuosa isotónica con un pH fisiológico (de 6,8 a 7,4) que mantiene la integridad 
y viabilidad de las células. 
Para la liberación de los fagos se ha seguido el siguiente procedimiento: 
1. Preparar 100 mL de PBS añadiendo 0,995 g de una mezcla de cloruro sódico, fosfato sódico, 
cloruro de potasio y fosfato de potasio, que no contiene aditivos ni inhibidores, en 100 mL de 
agua estéril. 
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2. Agitar hasta diluir y filtrar la disolución. Guardar la solución tampón en un recipiente estéril. 
3. Depositar entre 20 y 30 mg de las matrices bicomponentes recolectadas en diferentes 
eppendorfs. 
4. Añadir con ayuda de una micropipeta 1mL de PBS con el objetivo de disolver las matrices y 
liberar a los fagos encapsulados. 
5. Extraer 200 μL de cada eppendorf y depositarlo por filas en una multiplaca de 96 micropocillos 
(8filasx12columnas). Esta extracción es la medida inicial, 0 horas, de la liberación. 
6. Añadir 200 μL de PBS en cada eppendorf para mantener el volumen constante durante todo 
el método.  
7. Sellar con parafilm la multiplaca y guardarla en la nevera a 4ºC. 
8. Dejar los eppendorfs, agrupados en una gradilla, en agitación a 37ºC. 
Finalmente, se ha repetido el proceso (del paso 5 al 8) cada 2 horas, las primeras 10 horas desde el 
inicio del proceso, y a las 24 y 48 horas. Dichas muestras se han ido depositando por filas en la 
multiplaca. 
3.10. Cultivo bacteriano 
Las matrices de fibras obtenidas mediante electrospinning se han sometido a un cultivo bacteriano con 
el fin de evaluar el efecto bactericida de los fagos en las bacterias Staphylococcus Aureus. Este efecto 
se ha analizado teniendo en cuenta las distintas horas de liberación, por lo que se ha realizado el cultivo 
bacteriano en la misma multiplaca empleada en la liberación de los fagos, explicada en el Apartado 3.9.  
El método de crecimiento bacteriano se ha basado en cultivar 50 UFC (unidades formadoras de 
colonias) en los micropocillos de la multiplaca y medir la turbidez de estos por absorbancia, la cual se 
ha realizado a una longitud de onda de 450 y 595 nm. El equipo utilizado para efectuar las lecturas de 
absorbancia ha sido el lector de microplacas EZ-READ 400 ELISA, Figura 3-7. 
 
Figura 3-7 Equipo lector de multiplacas. 
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Para poder analizar la inhibición del crecimiento bacteriano provocado por la liberación de los fagos de 
las matrices, se han preparado cuatros controles en la multiplaca para obtener, también, sus medidas 
de absorbancia en el transcurso del método. 
Se han preparado los cuatro controles de la siguiente manera: 
1. Control negativo: 
- Medio con bacterias: se ha añadido 200 μL de solución de PBS y 50 μL de una solución 
que contiene 103 UFC, para tener un valor aproximado de 50UFC en el control. 
2. Control positivo: 
- Medio: se ha añadido 200 μL de la disolución PBS y 50 μL de medio BHI. 
- Medio con fagos: se ha añadido 50 μL de medio BHI y 200 μL de PhagestaphTM. 
- Medio con fagos y bacterias: se ha añadido 200 μL de PhagestaphTM y 50 μL de una 
solución que contiene 103 UFC, para tener un valor aproximado de 50 UFC en el 
control. 
El medio BHI se ha preparado, previamente, reconstituyendo 37 g de extracto de caldo de cultivo (BHI) 
en 1L de agua ultrapura y esterilizando la solución en un autoclave. Además, para obtener una solución 
con una cantidad aproximada de 103 UFC, se ha añadido 200 μL de cultivo Staphylococcus Aureus ATCC 
25923 en 10 mL del medio BHI. 
Una vez se han preparado los controles y se han añadido las 50 UFC a los micropocillos, que contenían 
200 μL de las matrices disueltas en distintas horas, se ha procedido a realizar una lectura inicial (tiempo 
0).  Esta se ha repetido cada 2 horas, las primeras 8 horas, y a las 24, 48 y 72 horas.  Entre lecturas, la 
multiplaca se ha dejado en una estufa a 37ºC. Es importante, que durante las 72 horas que dura el 
proceso de cultivo, todo los micropocillos mantengan su volumen constante (250 μL), puesto que la 
absorbancia mide la turbidez de estos.
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4. Resultados y discusión  
4.1. Electrohilado uniaxial del núcleo y de la cubierta de la fibra coaxial  
Las fibras coaxiales objeto de estudio de este TFG están compuestas por un núcleo de PEG, donde se 
incorporarán los bacteriófagos, y una cubierta de una mezcla de PLA+PEG. 
Dado que en la técnica coaxial es más compleja que la convencional, se ha decidido realizar un estudio 
previo para determinar las condiciones más idóneas tanto del núcleo como de la cubierta por separado 
mediante electrospinning uniaxial. Estas condiciones serán el punto de partida para la obtención de 
fibras coaxiales mediante electrospinning coaxial.  
En los diferentes experimentos realizados, que se expondrán en los siguientes apartados, se ha variado 
diferentes parámetros operacionales de la técnica con el fin de encontrar las condiciones más idóneas 
de los procesos de electrohilado del núcleo y de la cubierta. Estos parámetros son la distancia aguja-
colector, el flujo de salida y el voltaje. Para cada uno de ellos se ha utilizado los siguientes valores o 
rango de variación:   
1. Distancia aguja-colector: 9, 15 y 22,5 cm. 
2. Voltaje: entre 15 y 25 kV. 
3. Flujo de salida: entre 2,5 y 10 mL/h.  
Para la parametrización de las condiciones, se ha tenido en cuenta los siguientes requisitos, ordenados 
de mayor a menor prioridad: 
1. Formación del cono de Taylor y ausencia de defectos como la presencia de gotas de polímero. 
2. Fibras largas y uniformes. 
3. Máximo flujo posible. 
4. Mínimo voltaje posible. 
5. Máxima distancia aguja-colector posible. 
Los dos primeros requisitos se deben al hecho que se busca obtener matrices uniformes que 
maximicen su relación superficie-volumen. De esta forma, unas fibras no uniformes generaran unas 
matrices más voluminosas y la presencia de gotas harán que estas no sean homogéneas. El tercer 
requisito se basa en el objetivo de minimizar el tiempo necesario para recolectar la matriz fibrosa 
maximizando el caudal, que define la relación volumen-tiempo. 
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Finalmente, los dos últimos requerimientos buscan minimizar el campo eléctrico al que se someten las 
fibras y, por ende, al que están expuestos los bacteriófagos incorporados en el núcleo. 
A continuación, en la Figura 4-1, se muestran imágenes obtenidas por microscopia óptica con la que se 
ha ilustrado posibles defectos observados en los diferentes experimentos realizados a lo largo del TFG 
y, por lo que se han ido descartando las condiciones operacionales. 
 
Figura 4-1 Defectos observados con el OM durante los diferentes ensayos realizados. 
En la Figura 4-1a, se observa la obtención de fibras con presencia de beads, es decir, gotas de polímero 
que no se han acabado de estirar para formar fibras uniformes. Esto puede deberse por la aplicación 
de un flujo elevado y un voltaje bajo. En la Figura 4-1b, se observa que contra mayor es el flujo para un 
determinado voltaje, la cantidad de polímero acumulado en las fibras (bead) es más grande. En 
contraste, a mayor voltaje, mayor es la fuerza de estiramiento y, por ende, menor el diámetro de las 
fibras lo que unido a un flujo pequeño provoque la obtención de fibras rotas, Figura 4-1c.  
Con el objetivo de minimizar los parámetros ambientales, como la temperatura y la humedad del 
ambiente, todas las disoluciones poliméricas preparadas, a lo largo de este TFG, se han mantenido en 
agitación y a una temperatura constante de 37ºC. Cabe recordar que, una disminución de la 
temperatura conlleva un aumento en la viscosidad de la disolución, lo que puede ocasionar 
alteraciones en la técnica de electrospinning.  
4.1.1. Electrohilado de fibras constituidas de PEG 
En primer lugar, se debe tener presente que las fibras constituidas de PEG son las que compondrán el 
núcleo de las fibras coaxiales y, por lo tanto, donde se incorporaran los bacteriófagos por adsorción 
para su posterior liberación. 
Antes de llevar a cabo la técnica del electrospinning para encontrar las condiciones más idóneas de 
operación, se debe tener en cuenta dos parámetros de la disolución polimérica para su preparación: la 
concentración del polímero en la disolución y el disolvente que se utilizará. Esto se debe a que, durante 
la técnica de electrohilado, la disolución debe tener una concentración adecuada para la obtención de 
fibras. 
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A concentraciones bajas, se obtiene una mezcla de gotas y fibras, que a medida que la concentración 
de la solución aumenta, la forma esférica de las gotas se deforma en una forma fusiforme hasta que, 
finalmente, se consigue producir fibras uniformes debido a una relación adecuada entre los distintos 
parámetros que intervienen. Es preciso recalcar, que la concentración y la viscosidad son dos 
parámetros directamente proporcionales y, que esta última, se ve determinada por la concentración y 
el disolvente utilizado. Es por eso, que es importante la elección del disolvente para la preparación de 
la solución polimérica. 
En cuanto al disolvente, este debe diluir el PEG y, a la vez, ser compatible con la viabilidad de los fagos 
y no reducir su efecto bactericida. Los dos disolventes que cumplen dichas condiciones son: el agua 
ultrapura (Millipore) y el propio medio de cultivo de los fagos, el BHI.  
El problema de utilizar disolventes acuosos es que estos tienen una baja volatilidad o, en otras palabras, 
una velocidad de evaporación reducida. Lo que resulta ser poco favorable para aplicar la técnica de 
electrospinning, en la que el disolvente se debe evaporar durante el recorrido que hace el jet desde la 
salida de la aguja al colector. Por esta razón, se ha decidido trabajar con una concentración elevada 
con el fin de obtener una solución polimérica muy viscosa que ralentice la dinámica del proceso y ayude 
a mejorar el comportamiento del jet. Así pues, se ha escogido una concentración del PEG al 50% peso 
a peso (%wPOL/wSOL) [54]. 
Una vez se ha decidido la concentración del polímero en la disolución, se ha preparado dos disoluciones 
poliméricas, tal y como se explica en el Apartado 3.3, utilizando el agua ultrapura como disolvente de 
una y el medio de cultivo como disolvente de la otra para comprobar con cual se obtienen fibras de 
calidad. 
En un inicio, se ha utilizado el PEG10000, pero no ha sido posible electrohilarlo en unas condiciones 
más idóneas, debido a la presencia de una cantidad importante de gotas. Por esta razón, se ha decidido 
utilizar a lo largo de todo el proyecto el PEG35000 ya que, en general, contra mayor es el peso 
molecular del polímero más fácil es de electrohilar. Cabe señalar, que el peso molecular del polímero 
es uno de los parámetros de la técnica de electrospinning que influye en las propiedades de la 
disolución polimérica. 
Para la parametrización de las fibras de PEG, se han realizado un total de 54 experimentos. En primer 
lugar, para cada una de las disoluciones preparadas, se ha fijado una de las tres distancias agujas-
colector (9, 15 y 22,5 cm). A continuación, se ha fijado un flujo de salida y se le ha aplicado diferentes 
voltajes (15, 20 y 25 Kv). Se ha repetido este último paso para otros dos valores fijos de flujo de salida. 
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Una vez se ha ensayado con tres caudales distintos para una distancia fija, se ha repetido todo el 
proceso explicado para las dos restantes distancias agujas-colector establecidas. 
En la mayoría de los ensayos realizados con el medio de cultivo como disolvente, no se ha conseguido 
electrohilar puesto que solo se obtenían gotas de polímero pese a presentar una viscosidad adecuada. 
Solo se ha observado la formación de gotas y pequeñas fibras en caudales inferiores a 0,5 mL/h y 
voltajes elevados. En cambio, empleando el agua ultrapura como disolvente se ha conseguido obtener 
fibras a diferentes condiciones operacionales. Por esta razón, se ha decidido utilizar como disolvente 
del núcleo el agua ultrapura. 
Teniendo en cuenta los requisitos descritos en el Apartado 4.1, para la parametrización de las 
condiciones de operación, se ha determinado como la condición más idónea recogida en la Tabla 4-1. 
Tabla 4-1 Condiciones más idóneas para obtener fibras de PEG por electrospinning uniaxial. 
 








Núcleo 50 25 5 22,5 
Por último, a lo largo de este TFG, se ha mantenido constante el diámetro de la aguja interior que 
conforma el núcleo de la fibra coaxial. La aguja empleada ha sido la Terumo 21G con diámetros de 1,2 
mm (ØEXT) y 0,8 mm (ØINT). 
4.1.1.1. Análisis mediante OM 
Debido al diámetro micro y nanométrico de las fibras, el microscopio óptico no es útil para caracterizar 
de manera significativa las fibras obtenidas mediante electrospinning. Sin embargo, es de gran ayuda 
a la hora de descartar de manera inmediata todas aquellas condiciones que no son las más idóneas 
debido a la presencia de defectos como gotas de polímero o fibras no homogéneas, entre otros. Por 
este motivo, se ha utilizado el microscopio óptico para realizar una caracterización básica y 
momentánea. Así pues, a medida que se ha realizado cada uno de los experimentos, se ha ido 
recogiendo una muestra en un cubreobjetos para cada condición determinada por la variación de los 
tres parámetros operacionales, expuestos en el Apartado 4.1, los cuales influyen en la morfología de 
las fibras. Seguidamente, se muestra en la Figura 4-2, la imagen obtenida por microscopia óptica de las 
fibras de PEG en su condición más idónea. 
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Figura 4-2 Fotografía de las fibras de PEG, en sus condiciones más idóneas, realizada con el OM. 
4.1.2. Electrohilado uniaxial de fibras constituidas por una mezcla de PLA+PEG 
Primeramente, es necesario determinar la proporción adecuada de la mezcla de los polímeros que 
componen la cubierta de la fibra coaxial. Ésta tiene como finalidad envolver la fibra que constituye el 
núcleo y ser la vía de liberación de los bacteriófagos contenidos en esta última. Dicha liberación se 
producirá a través de la porosidad de la cubierta ocasionada por la pérdida del polímero de sacrificio, 
en este caso, el PEG, debido a su carácter hidrofílico, lo que lo convierte en un polímero muy soluble 
en medios fisiológicos. 
En segundo lugar, tal y como se ha comentado en el Apartado 4.1.1, uno de los factores determinantes 
es la elección del disolvente o disolventes. Los polímeros utilizados en la mezcla de polímeros que 
compone la cubierta tienen distinta afinidad ante la polaridad de las moléculas, siendo así el PLA un 
polímero hidrofóbico y el PEG un polímero hidrofílico. Por este motivo, se ha llevado a cabo una 
búsqueda de los posibles disolventes. El resultado se recoge en la Tabla 4-2, en la que se puede 
observar un conjunto de disolventes capaces de disolver ambos polímeros: cloroformo (CHCl3), 
diclorometano (DCM o CH2CL2) y dimetilformamida (DMF). 
 
Tabla 4-2 Solubilidad del PLA y el PEG en determinados disolventes. 
 
DISOLVENTE PLA PEG 
CHCl3 Soluble Soluble 
CH2Cl2 Soluble Soluble 
DMF Soluble Soluble 
Agua Insoluble Soluble 
Etanol Insoluble Soluble con calor 
Acetona Insoluble Soluble 
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En la elección del disolvente utilizado en la cubierta, también se debe tener en cuenta que se pretende 
incorporar bacteriófagos en el núcleo de la fibra coaxial, por lo que éste debe ser compatible con la 
viabilidad de los fagos. De modo que, por un lado, se ha descartado el uso de una mezcla de 
diclorometano y dimetilformida, DCM/DMF (70:30 %w/w), por su toxicidad e incompatibilidad con la 
vida de los fagos. Por otro lado, el CHCl3 es utilizado en tratamientos de purificación de bacteriófagos 
por lo que es un candidato viable para utilizar como disolvente. Sin embargo, se trata de un disolvente 
clorado muy volátil, el cual se evapora rápidamente y ocasiona que la mezcla de polímeros se 
solidifique a la salida de la aguja durante el proceso de electrospinning y se dificulte la obtención de 
fibras. Por esta razón, se ha planteado utilizar como disolvente mezclas como la de CHCl3:Etanol 3:1 
(v:v) o la de CHCl3:Acetona 2:1 (v:v) para disminuir la volatilidad del disolvente al reducir la cantidad de 
cloroformo en este. Consecuentemente, se ha optado por utilizar en los ensayos la mezcla de 
CHCl3:Acetona 2:1 (v:v), puesto que contiene una menor proporción de cloroformo y, por lo tanto, su 
volatilidad será menor. Además, pese a ser utilizado en tratamientos de purificación de fagos, el CHCl3 
puede disminuir la actividad de estos por lo que es una razón más para utilizar la mezcla que contiene 
menos proporción de CHCl3. 
Con la mezcla de CHCl3:Acetona 2:1 (v:v) como disolvente, se ha realizado 12 experimentos para cada 
una de las cuatro mezclas de PLA+PEG recogidas en la Tabla 4-3. En este caso, se ha decidido reducir la 
variación tanto de la distancia aguja-colector (15 y 22,5 cm) como la variación del flujo de salida (2,5 y 
5 mL/h) a dos únicos valores teniendo en cuenta los resultados obtenido para las fibras uniaxiales de 
PEG. Se ha seguido el mismo procedimiento, explicado en el Apartado 4.1.1, para los 48 experimentos. 
Con respecto a la concentración del polímero en la disolución, se ha fijado al 10% en peso y se ha 
variado la proporción de la mezcla PLA+PEG contenido en este porcentaje. Con la concentración 
definida y la densidad del disolvente escogido, se ha conseguido una viscosidad ideal para las diferentes 
muestras lo que ha facilitado la obtención de fibras a diferentes condiciones. 
Por último, a lo largo de este TFG, se ha mantenido constante el diámetro de la aguja exterior que 
determina la cubierta de la fibra coaxial. La aguja empleada ha sido la Terumo 14G con diámetros de 
2,2mm (ØEXT) y 1,6mm (ØINT). 
4.1.2.1. Preparación de las mezclas PLA+PEG: 9/1; 8/2; 7/3; 5/5 
El PEG es un polímero mucho más hidrofílico que el PLA, por esta razón se ha decidido preparar una 
serie de mezclas de ambos polímeros en diferentes proporciones con la intención de obtener una gama 
de fibras con diferente afinidad ante la distinta polaridad de las moléculas, siendo las fibras más 
hidrofóbicas las que contienen una mayor proporción de PLA y las más hidrofílicas las que contienen 
una mayor proporción de PEG. Para realizar las diferentes mezclas se ha empleado el PEG35000, por 
el motivo expuesto en el Apartado 4.1.1. 
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Las mezclas PLA+PEG escogidas han sido la 9/1, 8/2, 7/3 y 5/5 (%w/w). Siendo el primer valor numérico 
la concentración de PLA y el segundo, la de PEG, en la disolución polimérica. Para ejemplificar la 
preparación de las diferentes muestras, se usará como ejemplo la correspondiente a la mezcla PLA/PEG 
7/3 (%w/w) de la Tabla 4-3. Los valores que siguen corresponden a una disolución con un peso total 
de 10g. A continuación, se detalla paso a paso el procedimiento seguido: 
1. Pesar 0,7g de PLA en un vial mediante una balanza analítica. 
2. Añadir, con ayuda de una pipeta Pasteur y una pera de succión, el disolvente CHCl3:Acetona 
2:1 (v:v) hasta alcanzar los 5 g. Tapar y sellar con parafilm el vial.  
3. Pesar 0,3 g de PEG35000 en un vial nuevo mediante una balanza analítica. 
4. Repetir el segundo paso. 
5. Dejar ambos viales en agitación durante 24h a una temperatura constante de 37ºC. 
6. Depositar el contenido de uno de los viales en el otro y homogenizar la mezcla con ayuda de 
un mezclador de vórtice. 
4.1.2.2. Condiciones operacionales 
Las cuatro mezclas descritas se han sometido a la técnica del electrospinnig y teniendo en cuenta los 
requisitos para la parametrización, descritos en el Apartado 4.1, se ha establecido las condiciones más 
idóneas para la obtención de fibras de cada mezcla. A continuación, en la Tabla 4-3, se muestran los 
parámetros operacionales seleccionados para las cuatro mezclas PLA+PEG empleadas.  












9/1 9,0:1,0:90,0 18 2,5 22,5 
8/2 8,0:2,0:90,0 18 2,5 22,5 
7/3 7,0:3,0:90,0 20 3 22,5 
5/5 5,0:5,0:90,0 22 3 22,5 
En la Tabla 4-3, se puede observar como a medida que las mezclas contienen una mayor proporción 
de PEG se requiere un voltaje mayor. Esto se debe a que al variar la proporción de los polímeros en la 
disolución varían ligeramente parámetros de la disolución como la viscosidad, lo que ocasiona una 
modificación en el resto de parámetros. 
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4.1.2.3. Análisis mediante OM 
Tal y como se ha explicado en el Apartado 4.1.1.1, el OM se ha utilizado únicamente para realizar una 
caracterización básica y momentánea con el fin de determinar las condiciones ópticas de los diferentes 
experimentos. Seguidamente, se muestra en la Figura 4-3 las imágenes obtenidas por microscopia 
óptica de las cuatro mezclas PLA+PEG en sus condiciones más idóneas, recogidas en la Tabla 4-3. 
 
Figura 4-3 Fotografías obtenidas con el OM de las mezclas 9/1 (a), 8/2 (b), 7/3 (c) y 5/5 (d) en sus condiciones 
más idóneas. 
Cuando las fibras de mezclas de PLA+PEG se pongan en contacto con un medio hidrofílico, el PEG se 
solubilizará dando lugar a la formación de poros en la cubierta. Contra mayor sea la proporción de PEG 
en la mezcla, mayor porosidad habrá en la cubierta [55]. No obstante, se ha decidido trabajar con la 
mezcla 7/3 puesto que es la mezcla con mejor proporción en cuanto a cantidad de PEG y PLA, el cual 
dará consistencia a la fibra cuando esta se ponga en contacto con el medio hidrofílico.  
4.1.2.4. Morfología y diámetro de las fibras de PLA+PEG 7/3 
Se ha realizado un pequeño estudio de la morfología de las fibras, que constituirán la cubierta de la 
fibra coaxial, antes y después de haber perdido gran parte del polímero hidrofílico al sumergir la matriz 
fibrosa en agua durante 24 horas. A continuación, en la Figura 4-4, se muestra las micrografías 
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Figura 4-4 Morfología antes (a) y después (b) de la inmersión en agua de las fibras uniaxiales PLA+PEG 7/3. 
En la Figura 4-4, se puede observar como la superficie de la cubierta ha pasado de ser lisa (Figura 4-4a) 
a tener una superficie porosa (Figura 4-4b). Seguidamente, se han realizado entre 70 y 100 medidas de 
los diámetros de las fibras de la matriz mediante el programa Carl Zeiss SmartTiff y se han procesado 
con el programa Origin Pro 8.0. En la Tabla 4-4, se muestra el diámetro medio de las fibras con su 
desviación estándar y en la Figura 4-5 la distribución normal de los diámetros de las fibras. 
Tabla 4-4 Diámetro medio y desviación estandar de las fibras uniaxiales de PLA+PEG 7/3. 
 
MATRIZ Ø(μm) 
PLA+PEG 7/3 1,0 ± 0,1 
 
Figura 4-5 Morfología y la distribución de los diámetros de las fibras uniaxiales PLA+PEG 7/3. 
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4.2. Fibras coaxiales constituidas por un núcleo de PEG y una cubierta 
de PLA o una mezcla de PLA+PEG 
4.2.1. Condiciones operacionales para la obtención de fibras coaxiales 
Tal y como se ha explicado en el Apartado 4.1, se ha utilizado la técnica convencional para determinar 
las condiciones operacionales más idóneas de fibras de PEG (núcleo) y de una mezcla PLA+PEG 
(cubierta). Dichas condiciones servirán de punto de partida para la obtención de fibras coaxiales con 
las mismas características núcleo-cubierta. En la Tabla 4-5, se recogen los parámetros establecidos para 
la obtención de las fibras uniaxiales.  








Núcleo 25 5 22,5 
Cubierta 20 2,5 22,5 
Siendo el núcleo una disolución de PEG en H2O al 50% (%wPOL/wSOL) y la cubierta una disolución de 
PLA/PEG 7/3 en CHCl3:Acetona 2:1 (v:v) al 10% (%wPOL/wSOL). 
Como se puede observar en la Tabla 4-5, para ambos casos la distancia aguja-colector es de 22,5 cm 
por lo que se ha decidido fijar este valor para los 6 experimentos definidos por el flujo de salida (2,5; 5 
y 10 mL/h) y el voltaje (20 y 25 kV). El procedimiento seguido para cada experimento ha sido fijar 
primero uno de los tres valores de flujo y, después, variar el voltaje aplicado. 
Durante la realización de los experimentos, las fibras obtenidas por electrospinning quedaban 
suspendidas verticalmente entre la aguja y el colector, imposibilitando la recolecta de una matriz 
fibrosa bicomponente. Para analizar y realizar una caracterización de las fibras coaxiales es 
indispensable recolectar. Por esta razón, para mejorar el comportamiento del jet y evitar la formación 
de fibras verticales, se ha realizado los siguientes cambios en el orden en el que se presentan: 
1. Reducir la viscosidad de la disolución del núcleo disminuyendo la concentración del PEG. 
2. Añadir 0,09% peso a volumen de NaCl en la disolución del núcleo para mejorar su 
conductividad y salinidad. 
3. Cambiar el disolvente del núcleo por un disolvente compatible con la actividad de los fagos y 
de mayor volatilidad. 
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En primer lugar, se ha experimentado con concentraciones de 40, 30 y 25% de PEG en la disolución del 
núcleo. Pese a disminuir la viscosidad y, por lo tanto, facilitar que la solución de la cubierta arrastre 
mediante las fuerzas viscosas la solución del núcleo, el comportamiento del jet no ha mejorado y no se 
ha conseguido recolectar las fibras electrohiladas. Seguidamente, se ha procedido a repetir los ensayos 
para una concentración al 40% (%w/w) de PEG con un 0,09% (%w/v) de NaCl. Teóricamente, con el 
aumento de la conductividad y salinidad de la solución polimérica del núcleo, se debería mejorar el 
comportamiento del jet. Sin embargo, los resultados experimentales no han variado en gran medida. 
El comportamiento inestable del jet, observado en los anteriores ensayos, posiblemente se deba a la 
diferencia de volatilidad que hay entre los disolventes utilizados, siendo el H2O un disolvente poco 
volátil y el CHCl3 muy volátil, tal y como se ha explicado en los apartados 4.1.1 y 4.1.2. Por esta razón, 
se ha decidido cambiar el disolvente del núcleo. Como se ha comentado en el Apartado 4.1.2, el CHCl3 
es un disolvente orgánico utilizado en algunos tratamientos de purificación de bacteriófagos. Por lo 
que, a pesar de que puede reducir el carácter bactericida de los fagos, se ha escogido como el nuevo 
disolvente del núcleo. 
La densidad del CHCl3 es mayor que la del agua, por lo que se ha decidido reducir la concentración del 
PEG al 25% (%wPOL/wSOL) para obtener una viscosidad adecuada en la disolución. Con estos últimos 
cambios, se ha podido obtener fibras mediante electrospinning y recolectar en unas condiciones 
idóneas. A partir de aquí, se ha utilizado en el núcleo, de las distintas matrices coaxiales, la siguiente 
solución polimérica: PEG en CHCl3 al 25% (%wPOL/wSOL). 
Una vez, se ha realizado los ensayos pertinentes para la matriz PEG/PLA+PEG, se ha decidido estudiar 
las diferencias que hay al utilizar un único homopolímero en la cubierta. Existen dos combinaciones 
posibles: 
1. PEG/PEG: matriz compuesta por un núcleo de PEG y una cubierta de PEG. 
2. PEG/PLA: matriz compuesta por un núcleo de PEG y una cubierta de PLA. 
En el caso de la primera matriz, PEG/PEG, al ser el PEG un polímero hidrolítico, al realizar la inmersión 
de las matrices en agua éstas se disolverían totalmente y, en consecuencia, no habría manera de 
determinar por su morfología si las fibras obtenidas son o no coaxiales, es decir, si cumplen su función 
de encapsular a los fagos. En cambio, la segunda matriz, PEG/PLA, al ser el PLA un polímero hidrofóbico 
es posible realizar un estudio de la pérdida de masa y observar la morfología de las fibras mediante 
SEM. Para la preparación de la disolución polimérica de la cubierta de la matriz PEG/PLA se ha utilizado 
una concentración del PLA al 7% (%wPOL/wSOL) y la mezcla CHCl3:Acetona 2:1 (v:v) como disolvente. 
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En la Tabla 4-6, se recoge las mejores condiciones de los 6 experimentos de cada una de las matrices 
obtenidas por electrospinning coaxial: 
















A continuación, en la Figura 4-6, se presentan las imágenes obtenidas por microscopia óptica de cada 
una de las matrices en ambas condiciones, recogidas en la Tabla 4-6. 
 
 
Figura 4-6 Fotografías obtenidas con el OM de las matrices PEG/PLA, (a) 2,5 mL/h y (b) 5 mL/h,  y PEG/PLA+PEG, 
(c) 2,5 mL/h y (d) 5 mL/h. 
4.2.2. Morfología y diámetro de las fibras coaxiales 
Por una parte, se ha realizado el análisis de la morfología de las fibras electrohiladas mediante 
microscopía electrónica de barrido (SEM). Esta técnica nos ha permitido observar en detalle la 
superficie de las fibras de las matrices recolectadas y observar diferentes características como son la 
rugosidad, la porosidad, la presencia de canales o grietas, entre otras. En la Figura 4-7, se muestran 
diferentes características en cuanto a la morfología de las matrices observadas en las micrografías 
obtenidas mediante SEM.  
Incorporación de bacteriófagos en fibras de polietilenglicol (PEG) envueltas en fibras de mezclas de ácido poliláctico-
polietilenglicol (PLA/PEG) por electrohilado coaxial. 
49                                                                           
 
 
Figura 4-7 Características morfológicas más representativas observadas con el SEM de las matrices PEG/PLA, 
(a)-(b) 2,5 mL/h y (c)-(d) 5 mL/h, y PEG/PLA+PEG, (e)-(f) 2,5 mL/h y (g)-(h) 5 mL/h. 
Con respecto a la matriz PEG/PLA, la mayoría de las fibras se caracterizan por tener una superficie lisa, 
Figura 4-7a-b. En cambio, en la Figura 4-7c-d, las fibras presentan una mayor rugosidad en la superficie. 
Para la matriz PEG/PLA+PEG, también se aprecia el carácter liso de una gran cantidad de fibras. 
Aunque, algunas de ellas presentan pliegues (Figura 4-7e) y poros en la cubierta (Figura 4-7h). 
Por otra parte, a partir de las fotografías obtenidas mediante SEM, se ha realizado un análisis 
cuantitativo de los diámetros de las fibras y su distribución. A partir de este análisis, se puede 
determinar mediante la distribución de las medidas de los diámetros si las fibras en la matriz son 
uniformes y obtener un valor del diámetro medio que las caracteriza. Por consiguiente, se ha medido 
los diámetros de un número significativo de fibras para cada matriz y condición. Se ha realizado entre 
60-100 medidas para obtener una estadística representativa de la distribución de diámetros. Para ello, 
se ha evitado medir repetidamente la misma fibra y se ha realizado medidas de los diámetros de fibras 
en diferentes zonas de la matriz. Para la medida de los diámetros se ha utilizado el programa Carl Zeiss 
SmartTiff. Dichos valores se han tratado mediante el programa Origin Pro 8.0., el cual permite analizar 
la distribución de diámetros y representarlas gráficamente. A continuación, en la Figura 4-8, se 
muestran las micrografías de las fibras de cada una de las matrices en sus dos condiciones con su 
respectivo grafico del análisis de distribución de diámetros. 
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Figura 4-8 Morfología y distribución de diámetros de las fibras PEG/PLA, (a) a 2,5 mL/h y (b) a 5 mL/h, y 
PEG/PLA+PEG, (c) a 2,5 mL/h y (d) a 5 mL/h. 
Por un lado, en las Figuras 4-8a-b, se observa que para las matrices de PEG/PLA se obtiene una 
distribución unimodal, es decir, las medidas de los diámetros muestran una curva simétrica semejante 
a la correspondiente a una distribución normal. En las micrografías no se observan defectos. 
Por otro lado, en la matriz PEG/PLA+PEG a 5 mL/h, Figura 4-8d, se puede observar que la distribución 
presenta una mayor dispersión de los datos que en la de 2,5 ml/h, Figura 4-8c. Dicha dispersión se debe 
a los defectos que se pueden observar en la micrografía. Los cuales ocasionan una mayor 
heterogeneidad en las fibras. 
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Posiblemente, durante el proceso de electrohilado, el cono de Taylor no ha sido estable. Por 
consiguiente, las condiciones operacionales de 5 mL/h y 27 kV no acaban de ser las más idóneas para 
la obtención de fibras coaxiales de PEG/PLA+PEG. 
A continuación, se recoge en la Tabla 4-7 el valor del diámetro medio con su desviación estándar para 
cada matriz y condición.  








2,5 4,0 ± 0,7 
5 4,5 ± 0,6 
PEG/PLA+PEG 
2,5 4,7 ± 0,4 
5 5,4 ± 0,7 
Por un lado, en la Tabla 4-7, se puede observar que tanto para la matriz PEG/PLA y la PEG/PLA+PEG los 
diámetros en las condiciones de 5 mL/h son mayores que los obtenidos con un flujo de salida de 2mL/h. 
A medida que el caudal aumenta, la masa de la gota a la salida de la aguja también. Al mantener fija la 
distancia aguja-colector y el voltaje aplicado, el campo eléctrico al que se somete la gota de polímero 
es el mismo. Es decir, tanto a 5 mL/h como a 2,5 mL/h se ha aplicado la misma fuerza de estiramiento 
que ejerce el campo eléctrico. Por lo tanto, en este caso, a medida que el caudal aumente, el diámetro 
de las fibras también lo hará. No obstante, la diferencia de diámetro entre las matrices de 
PEG/PLA+PEG también se ha visto influida por los defectos que presenta la matriz con un flujo de 5 
mL/h. Por otro lado, se puede comprobar como los diámetros de la matriz PEG/PLA+PEG son 
superiores a los de la matriz PEG/PLA puesto que la concentración de polímero en la cubierta es mayor.  
Finalmente, los diámetros obtenidos concuerdan con lo observado en el OM, Figura 4-6, donde se 
aprecia una notable diferencia en el grosor de las fibras de la matriz PEG/PLA+PEG a 5 mL/h con las del 
resto de matrices, las cuales presentan entre ellas un ancho similar. 
 
Pág. 52  Memoria 
52   
4.2.3. Estudio de la estabilidad de las fibras por remoción del PEG 
4.2.3.1. Pérdida de peso de las fibras  
Dado que el PLA y el PEG son polímeros con diferente solubilidad en agua, se ha procedido a estudiar 
el efecto de la remoción del PEG mediante la inmersión en agua de las microfibras de PEG/PLA y 
PEG/PLA+PEG durante 24 horas. El PEG es un polímero hidrofílico por lo que es considerado un 
material soluble en agua mientras que el PLA es totalmente insoluble por su carácter hidrofóbico. Por 
lo tanto, se quiere determinar si la disolución del PEG en agua es total o parcial dependiendo del tipo 
de fibra estudiada y si está remoción del PEG tiene algún efecto en la forma y/o superficie de la fibra. 
En el Apartado 3.6, se expone el procedimiento que se ha seguido para realizar el estudio de la 
estabilidad de las fibras por la pérdida de masa como consecuencia de la solubilización del PEG. A través 
de dicho procedimiento, se ha obtenido un peso inicial (mINICIAL) de cada matriz antes de ser sumergida 
en agua y el peso final (mFINAL) de la matriz seca después de la inmersión.   
La pérdida de peso experimental por solubilización del PEG se ha calculado mediante la ecuación (Ec.1): 
 
%𝑷𝑬𝑮𝑹𝒆𝒎𝒐𝒗𝒊𝒅𝒐 =
𝒎𝒊 𝑷𝑬𝑮  − 𝒎𝒇 𝑷𝑬𝑮  




Dónde 𝑚𝑖 𝑃𝐸𝐺 (Ec.2) y 𝑚𝑓 𝑃𝐸𝐺  (Ec.3) se calcula mediante las siguientes ecuaciones: 
 
𝒎𝒊 𝑷𝑬𝑮  = 𝒎𝑰𝑵𝑰𝑪𝑰𝑨𝑳 · 𝒙𝑷𝑬𝑮 (Ec. 2) 
 
𝒎𝒇 𝑷𝑬𝑮  = 𝒎𝑭𝑰𝑵𝑨𝑳 − 𝒎𝒊 𝑷𝑳𝑨   (Ec. 3) 
 
Se ha optado por estudiar la pérdida de masa de PEG en función de la relación de masa de PEG que 
contiene cada composición de fibras puesto que las matrices obtenidas se diferencian por la 
composición de la cubierta. Así pues, para la matriz PEG/PLA (cubierta compuesta por un polímero 
hidrofóbico) la relación de masa del PEG es de 25/32 (𝑥𝑃𝐸𝐺=0,78) y para la matriz PEG/PLA+PEG 
(cubierta compuesta por una mezcla de polímeros de distinta afinidad ante la polaridad de las 
moléculas) es de 28/35 (𝑥𝑃𝐸𝐺=0,80). Los porcentajes de PEG removidos para cada matriz en sus dos 
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A continuación, se muestra en la Figura 4-9 la relación entre el porcentaje de PEG removido y la relación 
de masa del PEG en las matrices. 
 
Figura 4-9 Relación entre del porcentaje de PEG removido y la fracción másica de PEG en ambas matrices. 
Tal y como se observa en la Figura 4-10, la matriz de fibras coaxiales donde la cubierta está compuesta 
únicamente por PLA el porcentaje de PEG removido es menor que las fibras coaxiales donde la cubierta 
está compuesta por la mezcla PLA+PEG. Esto se debe al hecho que el carácter hidrofóbico del PLA 
dificulta la extracción del PEG que se encuentra formando el núcleo de la fibra coaxial. Por el contrario, 
la matriz con cubierta PLA+PEG, al ponerse en contacto con el agua, ha perdido el PEG de la cubierta y 
ha provocado un aumento de la porosidad de la cubierta, lo que ha facilitado la remoción del PEG 

























Fracción másica del PEG en la fibra
2,5 mL/h
5 mL/h
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No obstante, en el caso de la matriz PEG/PLA+PEG a 5 mL/h la remoción de PEG ha sido prácticamente 
total debido a la apertura longitudinal que han sufrido la mayoría de sus fibras, tal y como se mostrará 
en las imágenes obtenidas mediante SEM después de poner la matriz en contacto con el agua. Esto 
implica que, a pesar de haber sido obtenidas por electrospinning coaxial, no son coaxiales. 
4.2.3.2. Cambios en la morfología de las fibras mediante SEM 
Después de poner en contacto diferentes muestras de cada matriz con un medio hidrofílico como es 
el agua, se ha procedido a examinar de nuevo las fibras mediante el SEM para determinar el efecto que 
causa en la morfología de las fibras la eliminación significativa del polímero de sacrificio, el PEG. Es 
lógico esperar cambios morfológicos en la superficie o severos daños debido a la posición del PEG en 
el núcleo. En la Figura 4-10, se muestran las microfotografías de las fibras después de la solubilización 
del PEG. 
 
Figura 4-10 Morfología de las matrices PEG/PLA, (a) 2,5 mL/h y (b) 5 mL/h, y PEG/PLA+PEG, (c) 2,5 mL/h y (d) 5 
mL/h, después de la inmersión en agua.  
En las micrografías obtenidas mediante SEM, se puede apreciar una gran diferencia en la morfología 
de las fibras que son coaxiales y las que no lo son, como las de la matriz PEG/PLA+PEG a 5 mL/h, 
después de la inmersión en agua. En las Figuras 4-10a-b, se observa como las fibras de PEG/PLA han 
sufrido la pérdida del polímero hidrofílico del núcleo y se han vaciado. En la Figura 4-10c, también se 
puede observar el mismo carácter aplastado en las fibras de PEG/PLA+PEG a 2,5 mL/h. Por el contrario, 
en la Figura 4-10d, se observa como las fibras, de la matriz PEG/PLA+PEG a 5 mL/h, presentan aperturas 
longitudinales y grietas. 
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Durante el proceso de electrospinning, es imprescindible que las agujas que conforman la boquilla 
coaxial estén dispuestas concéntricamente para que el núcleo sea envuelto uniformemente. El hecho 
de que las agujas no están concéntricas provoca que la presión hidrostática, a la que es sometida la 
fibra durante el proceso de solubilización del PEG, ocasione aperturas longitudinales o grietas en las 
zonas donde el grueso de la cubierta es menor. 
4.2.3.3. Variación de los diámetros 
Al igual que se ha analizado los diámetros de las fibras antes de la inmersión a partir de las 
microfotografías obtenidas mediante el SEM, en el Apartado, se ha realizado de nuevo un análisis para 
determinar el nuevo diámetro de las fibras después de la inmersión. En la Figura 4-11, se muestran las 
micrografías de las matrices, así como su distribución de tamaño tras la remoción en agua de los casos 
en los que ha sido posible realizar las medidas de los diámetros. 
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Figura 4-11 Morfología y distribución de diámetros después de la inmersión en agua de las fibras coaxiales 
PEG/PLA, (a) 2,5 mL/h y (b) 5 mL/h, y PEG/PLA+PEG, (c) 2,5 mL/h y (d) 5 mL/h. 
En las Figura 4-11a-b, se aprecia una distribución normal para las matrices de PEG/PLA. Esto concuerda 
con lo explicado en el Apartado 4.2.3.2, donde se ha observado como la morfología de las fibras 
presentan un aspecto aplanado sin indicios de haber sufrido aperturas en la cubierta, lo que indica que 
la fibra coaxial se ha formado correctamente (envoltura uniforme). En la Figura 4-11c, de la misma 
manera, se aprecia una distribución que se ajusta la campana de Gauss, lo que indica que las 
condiciones de 2,5 mL/h son las más idóneas para la matriz PEG/PLA+PEG. 
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Por el contrario, no ha sido posible realizar las medidas de los diámetros de la matriz PEG/PLA+PEG a 
5 mL/h, Figura 4-11d, debido a la heterogeneidad de las fibras después de la inmersión, lo que indica 
que existen diferentes poblaciones de fibras en la misma matriz y, por lo tanto, la solubilización del 
PEG en el agua no ha afectado a todas de la misma manera. 
A continuación, se recoge en la Tabla 4-9 el valor del diámetro medio con su desviación estándar antes 
y después de la solubilización del PEG para cada matriz y condición. 












2,5 4,0 ± 0,7 4,8 ± 0,7 (+) 0,8 
5 4,5 ± 0,6 3,9 ± 0,6 (-) 0,6 
PEG/PLA+PEG 
2,5 4,7 ± 0,4 4,9 ± 0,6 (+) 0,2 
5 5,4 ± 0,7 --- --- 
Antes de la inmersión, la mayoría de las fibras se caracterizan por tener una forma tubular que al 
ponerse en contacto con el agua (pérdida del polímero hidrofílico situado en el núcleo) sufren un 
aplanamiento, lo que explica el aumento del diámetro en las matrices. A excepción de la matriz 
PEG/PLA a 5 mL/h que sufren una reducción en el diámetro. Una explicación posible es que al ser 
extraído el PEG del núcleo por remoción, las fibras se han contraído.  
En conclusión, las dos condiciones de la matriz PEG/PLA no presentan grandes diferencias. Es por esto 
por lo que se prioriza minimizar el tiempo de recolecta y se establece como condición más idónea el 
flujo de 5 mL/h. Asimismo, debido a la mala formación de las fibras coaxiales a 5 mL/h, se establece 
como más idónea la matriz recolectada a 2,5 mL/h. Se debe tener en cuenta que para ambas matrices 
seleccionadas se ha trabajado con un voltaje de 25 kV y una distancia aguja-colector de 22,5 cm. 
Finalmente, las matrices seleccionadas serán las que se utilizarán para el análisis mediante FT-IR y el 
estudio de inhibición del crecimiento bacteriano por la liberación de los fagos. 
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4.3. Encapsulación de bacteriófagos en fibras coaxiales constituidas por 
un núcleo de PEG y una cubierta de PLA o una mezcla de PLA+PEG  
Para encapsular los bacteriófagos en las fibras coaxiales se requiere preparar las siguientes 
disoluciones: PEG en CHCl3 al 25% (%w/w) y una de PEG en PhagestaphTM al 25% (%w/w), siguiendo el 
procedimiento explicado en el Apartado 3.3. 
Como se ha comentado en el Apartado 4.2.1, el CHCl3 puede reducir la actividad de los fagos. Por este 
motivo, se han realizado dos mezclas con distinta proporción volumétrica de las disoluciones 
preparadas, explicado en el Apartado 3.8.1. Durante el proceso de electrospinning de ambas 
disoluciones, se ha observado la formación de dos fases en la disolución: una fase orgánica (CHCl3) y 
una acuosa (PhagestaphTM). Solo ha sido posible electrohilar la fase orgánica de ambas disoluciones 
puesto que durante la fase acuosa solo se formaban gotas o una mezcla de gotas y pequeñas fibras. 
Este hecho puede implicar que una cantidad indeterminada de bacteriófagos hayan sido adsorbidos 
por la fase acuosa y, en consecuencia, se vea reducida la inhibición al poner en contacto las matrices 
con el cultivo bacteriano.  
Una vez se han recolectado las dos matrices fibrosas, se ha procedido a realizar el método cualitativo 
para determinar cuál de las dos disoluciones poliméricas muestra más actividad de los fagos después 
de ser sometidas a la técnica de electrospinning, descrito en el Apartado 3.8.2. La disolución escogida 
ha sido: PEG en CHCl3:PhagestaphTM 1:1 (v:v) al 25% (%w/w). Por consiguiente, será la solución que 
constituirá el núcleo de las fibras coaxiales que encapsularán a los bacteriófagos. 
Se ha procedido a realizar los 6 experimentos descritos en el Apartado 4.2.1, pero con la incorporación 
de los bacteriófagos en el núcleo de las fibras coaxiales. A continuación, se presenta en la Tabla 4-10 
las condiciones operacionales de cada una de las matrices cargadas obtenidas por electrospinning 
coaxial: 










PEG/PLA 22,5 25 
2,5 
5 
PEG/PLA+PEG 22,5 27 5 
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Contrario al Apartado 4.2.1, para unas condiciones de 2,5 mL/h no ha sido posible electrohilar la matriz 
PEG/PLA+PEG con bacteriófagos incorporados a causa de una alta inestabilidad en el cono de Taylor. 
Sin embargo, este se mantuvo estable para unas condiciones de flujo de 5 mL/h. Para la matriz PEG/PLA 
se ha decidido volver a recolectar en ambas condiciones. En general, las condiciones se han mantenido 
o han variado ligeramente con respecto a las condiciones de las fibras coaxiales sin cargar, Apartado 
4.2.1.  
A continuación, en la Figura 4-12, se muestran las imágenes obtenidas por microscopia óptica de las 
matrices en las condiciones recogidas en la Tabla 4-10. 
 
Figura 4-12 Fotografías obtenidas con el OM de las matrices cargadas PEG/PLA, (a) 2,5 mL/h y (b) 5 mL/h, y 
PEG/PLA+PEG, (c) 5 mL/h. 
4.3.1. Morfología y diámetro de las fibras coaxiales 
Mediante imágenes obtenidas con el microscopio electrónico de barrido (SEM), se ha analizado la 
morfología de las fibras con bacteriófagos incorporados en el núcleo para observar si los fagos han 
originado cambios en las características superficiales de las fibras sin fagos o una variación drástica en 
su diámetro. 
En la Figura 4-13a, se observa que la matriz PEG/PLA se caracteriza por tener unas fibras lisas y, algunas 
de ellas presentan una forma aplanada en vez de circular. En la Figura 4-13b, se observa la misma forma 
aplanada y la presencia de estrías en la superficie de algunas fibras. Además, se aprecia una mayor 
diversidad en los diámetros, lo que se ha quedado reflejado en la distribución (Figura 4-14b) y la 
dispersión de las medidas (Tabla 4-11). Para el caso de la matriz PEG/PLA+PEG, Figuras 4-13c-d, las 
fibras generalmente tienen un carácter liso y una forma circular. No obstante, se puede observar como 
algunas fibras presentan pliegues en su superficie. En general, no se ha observado un cambio drástico 
en comparación con la morfología de las fibras sin fagos, Apartado 4.2.2. 
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Figura 4-13 Características morfológicas observadas con el SEM de las matrices cargadas PEG/PLA, (a) 2,5 mL/h 
y (b) 5 mL/h,  y PEG/PLA+PEG, (c)-(d)5 mL/h cargadas con bacteriófagos. 
Seguidamente, se ha procedido a analizar la distribución de diámetro de las matrices PEG/PLA y 
PEG/PLA+PEG para determinar que la incorporación de los fagos no afecta a la homogeneidad de la 
matriz. En la Figura 4-14, se muestra las micrografías de las fibras junto con el gráfico del análisis de la 
distribución de diámetros. 
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Figura 4-14 Morfología y distribución de diámetros de las fibras coaxiales con bacteriófagos incorporados 
PEG/PLA, (a) 2,5 mL/h y (b) 5 mL/h, y PEG/PLA+PEG, (c) 5 mL/h, con bacteriófagos incorporados en el núcleo de 
la fibra. 
En la Tabla 4-11 se recogen los valores medios del diámetro de las fibras cargadas y se comparan con 
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Tabla 4-11 Diámetros de las fibras antes y después de ser encapsulados los bacteriófagos en las matrices de 












2,5 4,0 ± 0,7 5,2 ± 0,7 (+) 1,2 
5 4,5 ± 0,6 4,7 ± 0,9 (+) 0,2 
PEG/PLA+PEG 5 5,4 ± 0,7 5,7 ± 0,7 (+) 0,3 
Como se puede observar en la Tabla 4-11, las tres matrices han experimentado un crecimiento en su 
diámetro medio en comparación a los diámetros medios obtenidos en las matrices sin cargar a las 
mismas condiciones operacionales. Sin embargo, este crecimiento solo es significativo para la matriz 
PEG/PLA a 2,5 mL/h si se tienen en cuenta las desviaciones estándar antes y después de la carga de 
fagos. En contraste a lo observado en el Apartado 4.2.2, se observa que, para un voltaje aplicado 
constante, la matriz PEG/PLA tiene un diámetro medio menor a 5 mL/h que a 2,5 mL/h. Este debería 
ser mayor ya que se aplica la misma fuerza de estiramiento en una masa mayor. No obstante, se 
aprecia que la diferencia entre los diámetros medios es menor que la desviación estándar de ambas 
matrices, por lo que no se considera una diferencia significativa. Finalmente, se puede decir que, en 
general, la incorporación de los fagos en las matrices no supone un cambio radical en la morfología o 
diámetros de las fibras coaxiales  
4.3.2. Estudio de la estabilidad de las fibras por remoción del PEG 
4.3.2.1. Pérdida de peso de las fibras  
El análisis de la pérdida de peso por remoción del PEG para las matrices de las fibras con incorporación 
de fagos se realiza de igual manera que para las fibras no cargadas, explicado en el Apartado 4.2.3.1. 
La Tabla 4-12 muestra los resultados obtenidos de porcentaje de pérdida de PEG para cada matriz en 
las dos condiciones estudiadas. 









PEG/PLA+PEG 5 97,07 
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Al igual que se ha realizado en el Apartado 4.2.3.1, se ha representado la relación del porcentaje de 
PEG removido según la composición de este en las matrices, tal y como se muestra en la Figura 4-15. 
 
Figura 4-15 Relación entre del porcentaje de PEG removido y la fracción másica de PEG en ambas matrices. 
Se observa que para ambas matrices coaxiales con bacteriófagos incorporados en el núcleo, el 
porcentaje de pérdida de PEG es bastante similar al obtenido en las matrices sin cargar.  A diferencia 
de los resultados obtenidos en el Apartado 4.2.3.1, se observa que la matriz PEG/PLA+PEG ha perdido 
un 1% menos de PEG que la matriz PEG/PLA a 5 mL/h. Esto puede deberse al hecho que algunas fibras 
presentan grietas o aperturas longitudinales. En cambio, para las condiciones 2,5 mL/h, la cantidad de 
PEG removido sigue la misma tendencia observada en el Apartado 4.2.3.1. 
No obstante, en general, los resultados demuestran que la incorporación de bacteriófagos en el PEG 
contenido en el núcleo de las fibras coaxiales no supone ser una limitación para su remoción por 
solubilización en agua. 
4.3.2.2. Cambios en la morfología mediante SEM 
Se ha procedido a examinar de nuevo las fibras mediante SEM para evaluar el efecto que podría tener 
la pérdida de PEG en las fibras con fagos incorporados. En la Figura 4-16, se muestran las micrografías 
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Figura 4-16 Morfología de las matrices PEG/PLA, (a) 2,5 mL/h y (b) 5 mL/h, y PEG/PLA+PEG, (c) 5 mL/h, 
cargadas con bacteriófagos después de la inmersión en agua. 
Como se observa en la Figura 4-16, las tres matrices se caracterizan por el aplanamiento de las fibras 
causado por la remoción del PEG, polímero hidrofílico, al sumergirlas en agua. También, se puede 
apreciar como al vaciarse el núcleo de las fibras han quedado remanentes de PEG acumulados en los 
laterales. Esto nos permite diferenciar en gran medida entre las fibras que se han vaciado sin romper 
la cubierta (fibras coaxiales) y las que lo han hecho por formación de grietas o aperturas longitudinales 
en la cubierta (fibras no coaxiales) causadas por la presión hidrostática que actúa durante el proceso 
de inmersión de las fibras en agua. A pesar de que la matriz PEG/PLA a 5 mL/h presenta algunas grietas 
o fibras abiertas (Figura 4-16b), la mayoría de las fibras han perdido el PEG del núcleo sin romper la 
cubierta de PLA.  
4.3.2.3. Variación de los diámetros 
A partir de las micrografías obtenidas por SEM de las fibras cargadas, tanto antes como después de la 
inmersión de las matrices en agua para remover el componente de PEG, se ha procedido a realizar la 
medida de los diámetros de las fibras y su distribución. En la Figura 4-17 se muestran las micrografías 
de las distintas fibras, así como su distribución del diámetro de las fibras después de la inmersión de 
las fibras en agua y, por consiguiente, la remoción del PEG. 
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Figura 4-17 Morfología y distribución de diámetros después de la inmersión en agua de las fibras coaxiales 
PEG/PLA, (a) 2,5 mL/h y (b) 5 mL/h, y PEG/PLA+PEG, (c) 5 mL/h, con bacteriófagos incorporados en el núcleo de 
la fibras. 
La Tabla 4-13 muestra los diámetros medios obtenidos para las fibras cargadas antes y después de la 
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Tabla 4-13 Diámetros de las fibras antes y después de la remoción de PEG por inmersión de las matrices 












2,5 5,2 ± 0,7 5,1 ± 0,6 (-) 0,1 
5 4,7 ± 0,9 5,1 ± 0,7 (+) 0,4 
PEG/PLA+PEG 5 5,7 ± 0,6 5,9 ± 0,6 (+) 0,2 
En la Tabla 4-13, se puede observar como la mayoría de las matrices han experimentado un 
crecimiento en el diámetro de sus fibras debido al vaciamiento que han sufrido por la pérdida del PEG 
al sumergir las fibras en agua. 
Una se ha analizado la morfología de las fibras y se ha determinado que se tratan de fibras coaxiales. 
Se procede a comparar la desviación estándar de las medidas de los diámetros, la cual indica la 
dispersión que tienen estas, para determinar que matrices han sido las más idóneas. En el caso de la 
matriz PEG/PLA+PEG es la que presenta una menor dispersión de los datos tanto antes como después 
de la inmersión o, en otras palabras, sus fibras son las que presentan mayor uniformidad. Por 
consiguiente, las condiciones de 5 mL/h, en este caso, han sido favorables. Con respecto a la matriz 
PEG/PLA cargada, la que presenta una homogeneidad más elevada es la de condiciones 2,5 mL/h y 25 
kV. Además, a la hora de la elección de la matriz cargada PEG/PLA, se ha tenido en cuenta el hecho que 
algunas de las fibras de la matriz a 5 mL/h presentan roturas o aperturas longitudinales. Finalmente, 
estas serán las dos matrices que se utilizarán para el análisis mediante FT-IR y el estudio de inhibición 
del crecimiento bacteriano por la liberación de los fagos encapsulados en ellas.  
4.4. Análisis de las fibras coaxiales mediante FT-IR 
En los Apartados 4.2 y 4.3 se han seleccionado las matrices coaxiales, con y sin fagos incorporados 
respectivamente, más idóneas mediante el estudio morfológico de las fibras antes y después de la 
remoción del PEG. 
En este apartado se ha procedido a caracterizar fisicoquímicamente mediante la técnica de 
espectroscopia infrarroja con Transformada de Fourier (FTIR) las fibras coaxiales de las cuatro matrices 
seleccionadas, tanto antes como después de la pérdida del polímero hidrofílico (PEG) por el contacto 
de las fibras con un medio hidrofílico (agua). A continuación, se recoge en la Tabla 4-14 las matrices 
seleccionadas para dicho estudio. 
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M2 PEG/PLA cargada 25 2,5 
M3 PEG/PLA+PEG 25 2,5 
M4 PEG/PLA+PEG cargada 27 5 
Los principales objetivos de este análisis es determinar el cambio cualitativo en la composición de las 
fibras al disminuir significativamente el porcentaje de PEG en ellas y observar si existen diferencias en 
la composición de las matrices al incorporar los fagos en el núcleo de estas. Para ello, primero se ha 
realizado el estudio fisicoquímico de los homopolímeros utilizados a lo largo de este TFG, el PLA amorfo 
y el PEG35000 comercial, para posteriormente comparar los espectros de las matrices con ellos.  
 
Figura 4-18 Espectro FTIR del PLA amorfo y el PEG35000 comercial. 
En la Figura 4-18, se muestra las bandas características de ambos homopolímeros. Por un lado, el PLA 
se caracteriza por: una banda a 1750 cm-1 correspondiente al enlace C=O, una banda a 1450 cm-1 y una 
a 869 cm-1 correspondientes al enlace C-H, una a 1182 cm-1 correspondiente al enlace C-O-C, una a 
1082 cm-1 correspondiente al enlace C-O-C simétrico [56]. Por otro lado, las principales bandas 
características del PEG son: las bandas a 1465 cm-1, 1340 cm-1, 959 cm-1 y 834 cm-1 correspondientes al 
enlace C-H y las bandas a 1278 cm-1 y a 1091 cm-1 correspondientes a los enlaces O-H y C-O-H, 
respectivamente [57].  
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A continuación, en la Figura 4-19 se muestra el espectro FTIR de las cuatro matrices con y sin fagos 
incorporados comparadas con el espectro FTIR del PEG y del PLA. 
 
Figura 4-19 Espectros FTIR de las matrices PEG/PLA y PEG/PLA+PEG con y sin fagos. 
En la Figura 4-19, se puede observar de manera cualitativa como las composiciones de las cuatro 
matrices contienen los grupos característicos de los dos homopolímeros, PEG y PLA, que las 
constituyen.  Así pues, se puede observar que el espectro de las matrices con fagos encapsulados y las 
matrices sin fagos presentan las mismas bandas características del PEG y el PLA. Por ende, la 
incorporación de bacteriófagos en el núcleo de las fibras coaxiales no ha modificado cualitativamente 
la composición de las matrices. 
Consecutivamente, en la Figura 4-20 se muestra el espectro FTIR de las cuatro matrices después de 
sumergirlas en agua comparadas con el espectro FTIR de los homopolímeros que las componen. 
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Figura 4-20 Espectros FTIR de las matrices PEG/PLA y PEG/PLA+PEG con y sin fagos después de la remoción del 
PEG. 
Al contrario que en la Figura 4-19, en la Figura 4-20 se observa la composición cualitativa de las 
matrices, tanto sin como con fagos encapsulados, después de la remoción del PEG por inmersión de 
las matrices en agua. En esta se aprecia como todas las matrices han perdido las bandas del metileno 
(enlace C-H) del PEG a 1465, 1340, 959 y 841 cm-1. Además, también han desaparecido las bandas del 
PEG a 1278 cm-1 y a 1091 cm-1 correspondientes a los enlaces O-H y C-O-H, que presentaban antes de 
sumergirlas en agua. Por el contrario, presentan las bandas características del PLA destacando las 
bandas del enlace C-O-C a 1182 y a 1082 cm-1. Finalmente, atendiendo a los apartados 5.2.3.1 y 5.3.2.1, 
donde se definía unos altos porcentajes de PEG removido, mayores al 90%, y a los espectros FTIR de 
las composiciones cualitativas de las matrices antes y después de sumergirlas en agua, se puede 
confirmar que el PEG se ha solubilizado al ponerse en contacto con un medio hidrofílico. 
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4.5. Inhibición del crecimiento bacteriano por la liberación de 
bacteriófagos desde fibras coaxiales 
El efecto antibacteriano de los bacteriófagos, encapsulados y liberados desde las matrices de fibras 
coaxiales, se ha determinado por la inhibición del crecimiento bacteriano en caldo de cultivo. En los 
Apartados 4.9 y 4.10, se detalla los métodos utilizados para la liberación de los fagos y el cultivo 
bacteriano, respectivamente. 
La lectura del cultivo bacteriano se ha realizado durante 72 horas. No obstante, solo se ha podido 
analizar las primeras 8 horas debido a la evaporación que ha habido en algunos de los micropocillos de 
la multiplaca. Esto ha provocado una variación en la turbidez de los micropocillos y, por consiguiente, 
una lectura irreal de los datos. Además, a las 24 horas ha habido una contaminación en las muestras 
por lo que, finalmente, se ha decidido estudiar el comportamiento del proceso las primeras 8 horas.  
A continuación, en la Figura 4- 21 y la Figura 4-22 se muestra, en dos horas diferentes de la liberación 
de los fagos, el crecimiento bacteriano que ha habido durante las primeras 8 horas, desde el inicio del 
cultivo bacteriano. Siendo M2 y M1 la matriz PEG/PLA, con y sin fagos, y M4 y M3 la matriz 
PEG/PLA+PEG, con y sin fagos.  
 
Figura 4-21 Crecimiento bacteriano a las 4 horas de la liberación de los bacteriófagos desde las fibras coaxiales. 
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Figura 4-22 Crecimiento bacteriano a las 8 horas de la liberación de los bacteriófagos desde las fibras coaxiales. 
El crecimiento bacteriano en un caldo de cultivo se divide en cuatro fases: fase de adaptación, fase 
exponencial, fase estacionaria y fase de declive. En este caso, solo se observa las dos primeras fases 
puesto que solo se ha podido analizar el crecimiento bacteriano experimentado las 8 primeras horas a 
causa de una contaminación durante la toma de lectura. 
Durante la fase de adaptación, las bacterias se adaptan a las condiciones de crecimiento.  Es decir, es 
el periodo en el que las bacterias están madurando y no tienen aún la posibilidad de dividirse. La curva 
de control, que se observa en las Figuras 4-21 y 4-22, es equivalente al crecimiento máximo que han 
experimentado las bacterias en las 8 horas de cultivo. Esta nos indica que la fase de adaptación ha 
tenido un periodo de 2 horas. En cambio, en las matrices coaxiales, la fase de adaptación se ha visto 
ralentizada hasta las 4 y 6 horas, tanto para una liberación de los fagos de 4 horas como de 8 horas. 
Esto puede deberse a la retención de disolvente, CHCl3, en las matrices.  
La fase exponencial se caracteriza por la duplicación celular de las bacterias. En lo referente a esta 
segunda fase, la población bacteriana, tanto a las 4 como a las 8 horas de la liberación, experimenta 
un mayor crecimiento en la matriz PEG/PLA que en la matriz PEG/PLA con fagos incorporados. Este 
comportamiento también se observa entre las matrices PEG/PLA+PEG con y sin fagos. Por 
consiguiente, los fagos liberados, tanto a las 4 como a las 8 horas, están cumpliendo su función 
reguladora y han inhibido en gran medida el crecimiento bacteriano.      
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Entre las dos horas de liberación de los fagos estudiadas, se aprecia que el crecimiento bacteriano es 
mayor a las 8 horas. En el caso de la matriz PEG/PLA con fagos, este crecimiento posiblemente se deba 
a que la población bacteriana ha experimentado un crecimiento lo suficientemente elevado para 
superar a la población de fagos, los cuales no tienen la función de erradicar a las bacterias sino de 
controlarlas. Cabe recordar, que los fagos utilizados son lisogénicos, es decir, infectan a las bacterias e 
insertan su ADN en el cromosoma bacteriano para que este sea transmitido junto el propio ADN de la 
célula, pero a diferencia de los fagos líticos, estos no las matan. 
En lo referente a la matriz cargada PEG/PLA+PEG, durante las primeras 8 horas de cultivo no ha 
mostrado crecimiento bacteriano en ninguna de las dos horas de liberación. Después de 24 horas 
sumergidas en agua, las fibras perdieron un 97% (Apartado 4.3.2.1) sin presentar grietas o aperturas 
longitudinales, lo que indica que el PEG es un polímero muy hidrofílico y que el núcleo de las fibras 
estaba recubierto uniformemente. Así pues, al poner la matriz en contacto con el medio fisiológico 
(PBS), probablemente, el PEG de la cubierta se ha solubilizado rápidamente y ha facilitado la liberación 
masiva de fagos lo que ha hecho que no se experimente crecimiento bacteriano durante las 8 horas 
del cultivo. 
A pesar de que durante las 8 horas de cultivo se ha obtenido los resultados esperados, estos no son 
concluyentes. Para ello se debería prolongar la toma de lectura del crecimiento durante mínimo 72 
horas para poder observar las cuatro fases que experimenta el crecimiento bacteriano en un caldo de 
cultivo. En él se debería observar que, durante los 3 días, las matrices coaxiales cargadas no 
experimentaran un crecimiento exponencial debido a la inhibición de los bacteriófagos. Además, se 
determinaría la actividad de los fagos en las diferentes horas de liberación. 
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Conclusiones 
El objetivo general de este Trabajo de Final de Grado ha sido la obtención de las matrices constituidas 
por fibras coaxiales de material polimérico con un núcleo compuesto por PEG, polímero hidrofílico, y 
con una cubierta compuesta por PLA, polímero hidrofóbico, o una mezcla de PLA y PEG. Seguidamente 
se ha procedido a encapsular los bacteriófagos en el núcleo de la fibra, combinado con el polímero de 
sacrificio, para su posterior liberación con el objetivo de combatir enfermedades causadas por los 
Staphylococcus Aureus.  
A continuación, se exponen las conclusiones extraídas tras la realización del proyecto: 
1. Se ha establecido mediante la técnica convencional de electrospinning, los parámetros 
operacionales más idóneos para la obtención de fibras uniaxiales de PEG y PLA+PEG. Siendo 
para las fibras de PEG: un flujo de 5 mL/h, un voltaje de 25 kV y una distancia aguja-colector 
de 22,5 cm; y para las fibras de PLA+PEG, un flujo de 3 mL/h, un voltaje de 20 kV y una distancia 
aguja-colector de 22,5 cm. 
2. Se ha establecido mediante la técnica de electrospinning coaxial los parámetros operacionales 
más idóneos para la obtención de fibras coaxiales a partir de disoluciones poliméricas de PEG, 
que constituye el núcleo de las fibras, PLA o una mezcla de ambos homopolímeros, que 
constituyen la cubierta de las fibras. Para la matriz PEG/PLA se ha utilizado un flujo de 5 mL/h 
y para la matriz PEG/PLA+PEG de 2,5 mL/h, manteniendo en ambos casos un voltaje de 25 kV 
y una distancia aguja-colector de 22,5 cm. 
2.1. Se ha observado el carácter liso y una forma tubular en la mayoría de las fibras con 
unos diámetros medios de 4,45 ± 0,63 μm para la matriz PEG/PLA y 4,67 ± 0,41 μm 
para la matriz PEG/PLA+PEG. 
2.2. Se ha observado que, después de la inmersión de las matrices en un medio 
hidrofílico, las fibras han disminuido su peso inicial debido a la pérdida de un elevado 
porcentaje de PEG, polímero hidrofílico. Por consiguiente, mediante las micrografías 
del SEM, se ha observado un cambio morfológico en las fibras coaxiales, las cuales 
han perdido su forma tubular y han adoptado una forma aplanada debido al 
vaciamiento del núcleo de la fibra coaxial. En la mayoría de casos ha aumentado el 
tamaño del diámetro de las fibras. 
3. Se ha optimizado las condiciones para el encapsulamiento de bacteriófagos en fibras coaxiales, 
siendo estas las siguientes: un flujo de 2,5 mL/h y un voltaje de 25 kV para la matriz PEG/PLA, 
y un flujo de 5 mL/h y un voltaje de 26 kV para la matriz PEG/PLA+PEG. La distancia aguja-
colector se ha mantenido constante a 22,5 cm. 
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3.1. La incorporación de bacteriófagos no ha supuesto un cambio drástico ni en la 
morfología de las fibras ni en los diámetros medios, los cuales han aumentado 
ligeramente. 
3.2. Se ha observado cambios similares a los experimentados por las fibras sin fagos 
después de la remoción del PEG por inmersión de las matrices en agua: disminución 
del peso inicial, forma aplanada y aumento de los diámetros medios. 
4. Se ha obtenido una distribución homogénea del diámetro de las fibras en todas las matrices, 
con y sin fagos, tanto antes como después de la inmersión en agua, lo que ha indicado la 
homogeneidad de las matrices seleccionadas. 
5. Se ha demostrado la influencia de los parámetros operacionales variados en la morfología de 
las fibras coaxiales en la técnica de electrospinning coaxial: 
5.1. Para un campo eléctrico constante, a mayor flujo de salida, mayor diámetro de las 
fibras. 
5.2. A mayor concentración de polímero en la disolución, mayor diámetro de las fibras.  
6. Se ha apreciado la diferencia entre los diámetros medios de las fibras coaxiales respecto al de 
las fibras uniaxiales, siendo 4 veces superior el de las fibras coaxiales. Esto es debido a una 
mayor concentración de polímero en las disoluciones poliméricas y a la estructura núcleo-
cubierta. 
7. Se ha analizado cualitativamente la composición de las matrices por FTIR, con y sin fagos, y se 
ha observado la presencia de ambos homopolímeros. También, se ha demostrado la remoción 
del PEG por la pérdida de este en la composición de las matrices que han sido sumergidas en 
agua. 
8. Se ha podido encapsular bacteriófagos, específicos a los Staphylococcus Aureus, en el núcleo 
de las fibras coaxiales y liberarlos en un medio fisiológico (PBS). La actividad de los fagos se ha 
observado en la inhibición del crecimiento bacteriano que han sufrido las matrices cargadas 
respecto a las no cargadas al realizar un cultivo bacteriano en ellas, para distintas horas de 
liberación de los fagos desde las matrices coaxiales. Además, debido a un aumento de la 
población bacteriana respecto a la de los faogs, se ha apreciado un aumento del crecimiento 
bacteriano a las 8 horas con respecto a las 4 horas. En el caso de la matriz PEG/PLA+PEG no se 
ha observado crecimiento bacteriano a lo largo de las primeras 8 horas lo que indicaría una 
liberación masiva por la elevada solubilidad del PEG. 
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5. Análisis del impacto ambiental  
El objetivo de este apartado es identificar, describir y valorar los efectos que puede conllevar la 
realización de este proyecto para la salud y el medio ambiente.  
Por un parte, se ha utilizado las fichas internacionales de seguridad química (FISQ) que proporcionan 
información esencial sobre salud y seguridad en relación con los productos químicos, a fin de promover 
un uso seguro. En ella se ofrece información sobre los riesgos intrínsecos de la sustancia química, junto 
con medidas contra incendios y de primeros auxilios, así como datos sobre las precauciones necesarias 
en caso de derrame, eliminación, almacenamiento, empaque, etiquetado y transporte. De este modo, 
se han conocido los riesgos para la salud y medioambiente que conlleva el uso incorrecto de los 
reactivos, mayormente disolventes, empleados durante la elaboración de proyecto. 
Asimismo, se ha tenido en cuenta la normativa vigente en la Unión Europea (UE) relativa al registro, la 
evaluación, la autorización y la restricción de las sustancias y mezclas químicas (Registration, 
Evaluation, Authorisation and restriction of Chemicals, REACH). Más específicamente, el Reglamento 
(CE) Nº1907/2006 del Parlamento Europeo y del Consejo que tiene como principal objetivo garantizar 
un alto nivel de protección de la salud humana y el medio ambiente. También, se ha empleado el 
Reglamento (CE) Nº1272/2008, el cual trata la clasificación, etiquetado y envasado de sustancias y 
mezclas (Classification, Labelling and Packaging of substances and mixtures, CLP). En este se ofrece un 
conjunto de criterios armonizados sobre el peligro de las sustancias químicas con el fin de garantizar 
un nivel elevado de protección de la salud humana y del medio ambiente, identificando todas las 
propiedades fisicoquímicas, toxicológicas y ecotoxicológicas de sustancias y mezclas. 
De este modo, para la realización de este apartado, se ha elaborado una búsqueda de información 
sobre los reactivos empleados a lo largo del proyecto con el fin de conocer los riesgos de salud y 
medioambientales que estos conllevan. 
En lo referente al impacto ambiental causado por el PLA y el PEG, cabe recordar que se tratan de 
polímeros biodegradables, es decir, se degradan, de forma natural, por la acción de microorganismo 
tales como bacterias, hongos y algas. Por esta razón, no suponen un riesgo para el medio ambiente. 
Además, el PLA y los dos PEG utilizados (10000 kDa y 35000 kDa) han sido considerados sustancias no 
peligrosas para el medio ambiente de acuerdo con el Reglamento (CE) Nº1272/2008.  
En lo referente al impacto ambiental causado por los disolventes, se ha recogido en la Tabla 5-1 la clase 
de peligro, los pictogramas y las referencias de cada sustancia química utilizada. Seguidamente, se ha 
detallado en la Tabla 5-2 el significado de los códigos del peligro conocidos como Hazard Statements. 
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Tabla 5-1 Clase de peligro, pictogramas y referencias de las sustancias químicas utilizadas en el TFG. 
 

















Tabla 5-2 Significado de los Hazard Statements referentes a las sustancias químicas utilizadas en el TFG. 
 
Hazard Statements Indicación de peligro 
EUH066 
La exposición repetida puede provocar sequedad o formación de grietas en 
la piel 
H225 Líquido y vapores muy inflamables 
H302 Nocivo en caso de ingestión 
H310 Mortal en contacto con la piel 
H315 Provoca irritación cutánea 
H319 Provoca irritación ocular grave 
H332 Nocivo en caso de inhalación 
H336 Puede provocar somnolencia o vértigo 
H351 Se sospecha que provoca cáncer 
H361d Se sospecha que daña al feto 
H373 
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Finalmente, a lo largo de este proyecto los residuos generados se han depositado en contenedores 
específicos para su posterior tratamiento con el fin de contaminar lo menos posible el medio ambiente. 
En este caso, se requería de un contenedor para sustancias halogenadas, otro para sustancias no 
halogenadas y otro para residuos biológicos peligrosos. También, se ha dispuesto de un contenedor 
para residuos de plástico, de vidrio y de papel contaminado. 
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6. Análisis económico  
En este apartado se ha realizado un análisis económico del coste total para la elaboración profesional 
de este proyecto, el cual se ha dividido en cuatro costes diferenciados. 
6.1. Coste de disolventes y productos químicos 
Se ha tenido en cuenta los disolventes y productos químicos necesarios para la elaboración de las fibras 
uniaxiales y coaxiales, el medio de liberación de los bacteriófagos y el caldo de cultivo bacteriano. Los 
precios de estos disolventes, así como de los productos químicos requeridos, se han obtenido de los 
catálogos de las empresas suministradoras: Sigma-Aldrich y Fisher Chemical. Finalmente, se ha 
aplicado el 21% referente al IVA de los disolventes y productos químicos. Dichos costes se recogen en 
la Tabla 6-1. 
Tabla 6-1 Coste de disolventes y productos químicos del proyecto. 
 
 Coste de disolventes y productos químicos  






Acetona 1 L 46,20 300 mL 13,66 
Cloroformo 1 L 92,95 600 mL 55,77 
PBS 1 L 12,20 100 mL 1,22 
PhagestaphTM 20 mL 88,00 20 mL 88,00 
Subtotal D    158,65 
Productos químicos (PQ)     
PEG10000 1 kg 38,25 100 g 3,83 
PEG35000 1 kg 55,00 524 g 28,82 
PLA 1 kg 75,00 120 g 9,00 
BHI 100 g 37,25 37 g 13,78 
Subtotal PQ    55,43 
Subtotal D y PQ    214,08 
IVA (21% subtotal D y PQ)    44,96 
TOTAL    259,04 
El coste total de los disolventes y productos químicos es de 259,04€. 
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6.2. Coste de personal 
Para los costes de personal se ha considerado que este proyecto se realiza de manera profesional y por 
ello se ha aplicado un coste equivalente al de un ingeniero junior. En la elaboración del proyecto se ha 
tenido en cuenta las horas dedicadas a cada parte del proyecto, tal y como se expresa en la Tabla 6-2.  
Tabla 6-2 Coste de personal del proyecto. 
 
Coste de personal 
Actividad Cantidad (h) Precio (€/h) Total € 
Estudio previo y documentación 96 15,00 1440,00 
Experimentación 750 20,00 15000,00 
Análisis de los resultados 250 25,00 6250,00 
TOTAL   22690,00 
El coste total de personal del proyecto es de 22690,00€. 
6.3. Coste de los equipos y materiales 
Para realizar el coste que ha supuesto el uso de los diferentes equipos, se ha tenido presente el precio 
de adquisición (P) y se ha planteado una cuota de valor (A) que representa el pago fraccionado y anual 
de los equipos. Además, se ha tenido presente la amortización (n) y el número de usuarios (u) de cada 
uno de los equipos y un interés anual (i) del 4%. También, se ha estimado una duración del proyecto 
(t) de 10 meses, de los cuales se han considerado los últimos 8 meses para el uso de los equipos de 
laboratorio. A continuación, se presentan las ecuaciones 4 y 5 utilizadas para el cálculo del coste de 
cada uno de los equipos: 
 






𝑨 = 𝑷 ·
𝒊 · (𝟏 + 𝒊)𝒊
(𝟏 + 𝒊)𝒏 − 𝟏
 
(Ec. 5) 
Además, se ha considerado el coste de los materiales utilizados en el laboratorio como el 20% del 
subtotal de los disolventes y productos químicos. Por último, se ha aplicado un porcentaje del 21% 
referente al IVA de los equipos y de los materiales. Seguidamente se recogen los resultados obtenidos 
en la Tabla 6-3: 
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Tabla 6-3 Coste de los equipos y materiales del proyecto. 
 
Coste de los equipos y materiales 
Equipo Precio (€) Amortización (años)   Cuota A (€/años) Usuarios Total € 
Electrospinning 3000,00 5 554,75 4 115,57 
OM 10000,00 10 834,22 5 139,04 
Cámara digital OM 5400,00 5 998,55 5 166,43 
SEM 210000,00 20 7063,24 10 588,60 
Equipo FTIR 24725,00 10 2062,60 8 214,85 
Lector ELISA 3440,00 4 811,36 5 135,23 
Subtotal equipos     1359,72 
Subtotal materiales (20% subtotal D y PQ)   42,82 
Subtotal equipos y materiales   1402,54 
IVA (21% subtotal equipos y materiales)   294,53 
TOTAL     1697,07 
El coste total de los equipos y materiales del proyecto es de 1697,07€. 
6.4. Otros costes asociados 
En estos costes se ha tenido en cuenta el suministro de luz, agua y climatización, los cuales se han 
calculado como el 10% del coste de actividad, expuesto en la Tabla 6-4. Finalmente, se ha tenido en 
cuenta el coste operacional del laboratorio (overhead) considerado como el 21% del coste total del 
proyecto. Dichos costes adicionales se recogen en la Tabla 6-5. 
Tabla 6-4 Coste de actividad del proyecto. 
 
Coste de actividad 
Actividad Total € 
Coste de disolventes y PQ 259,04 
Coste de personal 22690,00 
Coste de equipos 1697,08 
TOTAL 24646,12 
El coste total de actividad es de 24646,12€. 
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Tabla 6-5 Coste total del proyecto. 
 
Coste total del proyecto 
Actividad Total € 
Coste de actividad 24646,12 
Suministros (10% PA) 2464,61 
Subtotal TFG 27110,73 
Coste operacional (21% subtotal TFG)  5693,25 
TOTAL 32803,98 
Finalmente, el coste total de este proyecto asciende a la cifra de 32803,98€, el cual se ha redondeado 
a la cifra de 32800,00€. 
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Incorporación de bacteriófagos en fibras de polietilenglicol (PEG) envueltas en fibras de mezclas de ácido poliláctico-
polietilenglicol (PLA/PEG) por electrohilado coaxial. 
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Incorporación de bacteriófagos en fibras de polietilenglicol (PEG) envueltas en fibras de mezclas de ácido poliláctico-
polietilenglicol (PLA/PEG) por electrohilado coaxial. 
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Anexo A.6 – PBS 
 
 
Incorporación de bacteriófagos en fibras de polietilenglicol (PEG) envueltas en fibras de mezclas de ácido poliláctico-
polietilenglicol (PLA/PEG) por electrohilado coaxial. 
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Incorporación de bacteriófagos en fibras de polietilenglicol (PEG) envueltas en fibras de mezclas de ácido poliláctico-
polietilenglicol (PLA/PEG) por electrohilado coaxial. 
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Incorporación de bacteriófagos en fibras de polietilenglicol (PEG) envueltas en fibras de mezclas de ácido poliláctico-
polietilenglicol (PLA/PEG) por electrohilado coaxial. 
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Anexo A.6 – Staphylococcus aureus 
 
Incorporación de bacteriófagos en fibras de polietilenglicol (PEG) envueltas en fibras de mezclas de ácido poliláctico-
polietilenglicol (PLA/PEG) por electrohilado coaxial. 
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Incorporación de bacteriófagos en fibras de polietilenglicol (PEG) envueltas en fibras de mezclas de ácido poliláctico-
polietilenglicol (PLA/PEG) por electrohilado coaxial. 
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Incorporación de bacteriófagos en fibras de polietilenglicol (PEG) envueltas en fibras de mezclas de ácido poliláctico-
polietilenglicol (PLA/PEG) por electrohilado coaxial. 
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Incorporación de bacteriófagos en fibras de polietilenglicol (PEG) envueltas en fibras de mezclas de ácido poliláctico-
polietilenglicol (PLA/PEG) por electrohilado coaxial. 
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